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AAS  Anabol-androgene Steroide 
A.  Arteria 
Abb.   Abbildung 
Ang1  Angiopoietin 1 
Ang2  Angiopoietin 2 
Aqua dest.   destilliertes Wasser 
bzw.  beziehungsweise 
°C   Grad Celsius 
cm   Zentimeter 
DAB   Diaminobenzidintetrahydrochlorid 
d.h.  das heißt 
et al.   et alii 
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IRS  Immunreaktiver Score 
Kap.   Kapitel 
kDa  kilo-Dalton 
KDR   kinase-insert-domain containing receptor=VEGF-R2=Flk-1 
KG  Kontrollgruppe 
kg   Kilogramm 
krist.   kristallinisiert 
M   Molar 
min   Minuten 
ml   Milliliter 
µl   Mikroliter 
mM   Millimol 
mm   Millimeter 
mm²  Quadratmillimeter 
µm   Mikrometer 
µm²  Quadratmikrometer 
mOsm   Milliosmol 
N   Normal 




ng   Nanogramm 
NO  Stickstoffmonoxid 
Nr.   Nummer 
PAP   Peroxidase anti-Peroxidase-Methode 
PI-3K   Phophatidylinositol-3-kinase 
PlGF  Placenta Growth Factor  
PLC-γ   Phospholipase C γ 
PKC   Proteinkinase C  
s  Standardabweichung 
S.  Seite 
sek.  Sekunde 
sog.  sogenannt 
s.o.  siehe oben 
syn.  synonym 
Tab.  Tabelle 
TBS   tris buffered saline (TRIS-gepufferte Salzlösung) 
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TGF-β   transforming growth factor beta 
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V.  Vena 
VE-Cadherin  vascular endothelial cadherin 
VEGF  vascular endothelial growth factor 
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VEGF-R2   vascular endothelial growth factor receptor 2=flk-1=KDR (s.o.) 
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Anabol-androgene Steroide (Testosteron und seine Derivate) fördern das hengsttypische Aussehen und 
Verhalten sowie die Spermatogenese und Erythropoese. Sie zählen zu den wichtigsten potentiellen Do-
pingmitteln (TEALE u. HOUGHTON 2010). Durch ihre anabole Wirkung werden sie missbräuchlich 
als Leistungsförderer angewendet und daher in den Dopinglisten der Pferdesportverbände (FN, HVT, 
DVR, FEI) als sogenannte „nicht erlaubte Substanzen“ geführt.  
Die Anwendung von exogen zugeführtem Testosteron in Form des Durateston® in peripubertären 
Hengsten bewirkt eine Abnahme von Größe und Gewicht der Hoden, welche zudem eine reduzierte 
Spermatogenese aufweisen (ZINGREBE 2010). Im Rahmen der Untersuchungen von ZINGREBE 
(2010) fiel auf, dass in Hoden testosteronbehandelter Tiere scheinbar vermehrt Gefäße vorliegen. Somit 
besteht der Verdacht, dass Testosteron einen Einfluss auf die Angiogenese besitzt. 
 
Die Angiogenese, die Entwicklung neuer Blutgefäße aus differenzierten Endothelzellen präexistenter 
Kapillaren und postkapillärer Venolen, kann im adulten Organismus unter physiologischen Bedingun-
gen nur sehr selten, v.a. im weiblichen Genitale (PLENDL 2000, PLENDL et al. 2002) beobachtet wer-
den. Mitunter wird sie jedoch auch im männlichen Genitaltrakt nachgewiesen. Diesbezüglich wird ein 
vaskulärer Umbau insbesondere im Rahmen der Spematogenese/Spermiogenese beschrieben 
(LECOUTER u. FERRARA 2002). 
 
Mit Ausnahme von Neoplasien ist nur wenig über die Effekte von Androgenen auf die Vaskularisierung 
bekannt, wobei diese die VEGF A- und VEGF-R2- (SIEVEKING et al. 2010) sowie die Tie2-
Expression (JOHANSSON et al. 2005) stimulieren sollen. Zudem üben sie einen positiven Einfluss auf 
die Endothelzellproliferation aus (WILLIAMS et al. 2004) und erhöhen die kapilläre Dichte 
(SIEVEKING et al. 2010). 
Verschiedene Studien auf histomorphologischer, immunhistologischer und molekularbiologischer Ebene 
haben gezeigt, dass es in verschiedenen Geweben unterschiedlicher Spezies unter Testosteroneinfluss zu 
einer Steigerung der Angiogenese kommt. Insbesondere in den Organen des männlichen Genitale von 
Nagetieren wurde dieser Effekt beobachtet (FRANCK-LISSBRANT et al. 1998). Diesbezüglich lagen 
jedoch andere Ausgangspunkte vor, wie bespielsweise die Prüfung der Reversibilität einer kastrations-
bedingten Regression von Blutgefäßen.  
Über eine mögliche Beeinflussung der Angiogenese durch eine externe Testosteronzufuhr im peripuber-
tären Hengsthoden ist bisher nichts bekannt. 
 
Das Ziel dieser Arbeit ist daher eine Charakterisierung der Angiogenese im Hengsthoden unter dem 
Aspekt einer möglichen Beeinflussung durch die Applikation von Durateston®. In diesem Zusammen-
hang soll eine quantitative Bestimmung der Blutgefäße mit Hilfe einer morphometrischen Untersuchung 
erfolgen. Darüber hinaus werden das Vorkommen und die Bedeutung einiger angiogener Faktoren und 







2.1 Die Hoden des Hengstes 
2.1.1 Anatomischer Aufbau des Hengsthodens 
Die paarig angelegten Hoden sind die Bildungsstätte der Spermien sowie der Androgene und Östrogene. 
Sie befinden sich im Skrotum, welches beim Pferd in der Leistengegend hoch im Zwischenschenkelspalt 
liegt (GASSE et al. 1999). Beim Hengst sind die Testikel gedrungen eiförmig, fest prall-elastisch und 
wiegen 150 bis 400 g (KLUG 1995, GASSE et al. 1999, WISSDORF et al. 2010). Die Hodendimension 
wird mit einer Länge von 70–150 mm, einer Breite von 50–70 mm und einer Höhe von 60–70 mm an-
gegeben (WISSDORF et al. 2010).  
In Abb. 2.1, S. 3 ist die Anatomie der equinen Gonaden dargestellt. Dorsolateral ist der Hoden in der 
horizontal ausgerichteten Längsachse mit dem Nebenhoden verwachsen, welcher der Speicherung der 
Spermien dient (GASSE et al. 1999, WISSDORF et al. 2010). Dieser Rand wird als Margo epididymalis 
(Nebenhodenrand) bezeichnet und liegt dem freien ventralen Rand, Margo liber, gegenüber. Entspre-
chend der Lage des Nebenhodenkopfes bzw. -schwanzes zum Hoden bezeichnet man eine kranial lie-
gende Extremitas capitata (Kopfende) und eine kaudal liegende Extremitas caudata (Schwanzende). Die 
Seitenflächen nennt man Facies medialis bzw. lateralis (GASSE et al. 1999).  
Die Testeshüllen umschließen als Ausbuchtungen der Bauchwandschichten Hoden, Nebenhoden und 
Samenstrang und passen sich in Form und Umfang diesen an. Von außen nach innen unterscheidet man 
nach GASSE et al. (1999): 1. Tunica dartos, die median eine Scheidewand bildet (Septum scroti), 2. 
Fascia spermatica externa, 3. Musculus cremaster mit der Fascia cremasterica [1.-3.: Scrotum (GASSE 
et al. 1999)] 4. Fascia spermatica interna und 5. Lamina parietalis der Tunica vaginalis [4., 5.: Proces-
sus vaginalis (GILLE 2008)]. Die Keimdrüsen selbst werden von der Lamina visceralis der Tunica va-
ginalis aus dem viszeralen Blatt des Peritoneums überzogen.  
 
2.1.2 Histologischer Aufbau und Physiologie des Hengsthodens 
Die Abb. 2.1, S. 3 zeigt eine schematische Darstellung des Feinbaus des Pferdehodens.  
Das Hodenparenchym wird von einer kollagenfaserigen Organkapsel (Tunica albuginea testis) unter 
Druck gehalten. Von dieser Kapsel ausgehend ziehen bindegewebige Septen in das Hodeninnere und 
formen so das Mediastinum testis (Bindegewebskörper). In den Septen verlaufen Blutgefäße und Ner-
ven. Bei allen Haussäugetieren ist das Mediastinum testis als axialer Strang ausgebildet. Beim Pferd 
hingegen befindet sich dieses ausschließlich in der Extremitas capitata. Die durch die Septierung erzeug-
ten Läppchen (Lobuli testis) enthalten jeweils zwei bis fünf samenbereitende Samenkanälchen. Diese 
sind anfangs gewunden (Tubuli seminiferi contorti) und am Ende gerade (Tubuli seminiferi recti). Über 
radiär verlaufende mediastinale Tubuli erfolgt die Verbindung zu einem kleinen, stark verzweigten 
Hohlraumsystem, Rete testis, im Mediastinum testis (GASSE et al. 1999, GILLE 2008, WISSDORF et 
al. 2010).  
Aus dem Rete testis entwickeln sich 12 bis 23 stark gewundene abführende Kanälchen (Ductuli efferen-
tes testis) und durchdringen die Tunica albuginea testis, um in den Nebenhodenkopf zu gelangen. Die 
Ductuli efferentes testis vereinen den stark geschlängelten Nebenhodengang (Ductus epididymidis) mit 




der Arteria testicularis, dem Plexus pampiniformis, den Lymphgefäßen und sympathischen Nervenple-
xus bildet er den Samenstrang (Funiculus spermaticus) (WISSDORF et al. 2010, LIEBICH 2010b). 
Die gewundenen Samenkanälchen sind stark geschlängelt und von einer Basalmembran, Kollagenfasern 
sowie kontraktilen Myofibroblasten begrenzt. Sie werden von lockerem Bindegewebe, Gefäß- und Ner-
venplexus sowie von interstitiellen Zellen, den Testosteron-produzierenden Leydig-Zellen, umgeben. 
Diese sind in Gruppen oder strangförmig angeordnet (WROBEL u. BERGMANN 2006, LIEBICH 
2010b) und haben beim Pferd einen Anteil von 20 bis 30 % am gesamten Hodenvolumen (LIEBICH 
2010b). Mehr als 90 % der Androgenproduktion findet im Hoden statt (WROBEL u. BERGMANN 
2006). Die Tubuli seminiferi contorti sind einzeln ca. 50 bis 80 cm lang und haben einen Durchmesser 
von 150 bis 300 µm (WROBEL u. BERGMANN 2006, LIEBICH 2010b). In der Wand der Tubuli se-
miniferi befindet sich das Keimepithel für die Neubildung von männlichen Keimzellen (Spermatogene-





Abb. 2.1: Schematische Dar-
stellung des Feinbaus des 
Pferdehodens 
A Hoden;  
B1 Nebenhodenkopf;  
B2 Nebenhodenschwanz;  
C Ductus deferens;  
D A. testicularis und Plexus 
pampiniformis;  
E Skrotum 
1 Tubuli seminiferi contorti  
2 Tubuli seminiferi recti  
3 Ductuli efferentes testis  
4 Ductus epididymidis  
5 Tunica albuginea testis  
6 Septum testis  
7 Lobulus testis  





Die Spermatogonien (Abkömmlinge der embryonal eingewanderten Primordialkeimzellen) entwickeln 
sich im Rahmen der Spermatozytogenese über diverse Teilungsvorgänge (primäre und sekundäre Sper-
matozyten) zu Spermatiden. Während der Spermiogenese differenzieren sich diese zu Spermien, die in 
das Lumen der Samenkanälchen abgegeben werden und weiter reifen (GILLE 2008, LIEBICH 2010b).  
Die Sertoli-Zellen übernehmen vielfältige Aufgaben, die der Vermehrung und Differenzierung der 
Keimzellen dienen (Stütz- und Ernährungsfunktion, Synthese und Sekretion von Proteinen, Unterstüt-
zung bei der intraepithelialen Wanderung der Keimzellen und Freigabe von reifen Spermien in das Tu-
buluslumen, Sekretion der intratubulären Samenflüssigkeit). Daher sitzen sie der Basalmembran des 
Hodenkanälchens auf und liegen zwischen den Keimzellen. Des Weiteren bilden sie die Blut-Hoden-
Schranke, welche für die meisten Proteine undurchlässig ist (GILLE 2008, LIEBICH 2010b) und zudem 
die differenzierteren Keimzellen von dem Immunsystem isoliert (AMANN 2011). Die Spermien gelan-




Tubuli seminiferi recti (SMOLLICH u. MICHEL 1992, WROBEL u. BERGMANN 2006) und weiter in 
den Nebenhodengang.  





Abb. 2.2: Fotografische Darstellung der 
Histologie des Pferdehodens  
Tubuli seminiferi (Ts) mit Keimzellen 
(Kz); Sertoli-Zellen (Pfeile); Leydig-Zellen 
(Lz); Kapillare (Pfeilspitze); 
H.-E.-Färbung 
2.1.3 Postnatale Entwicklung des Pferdehodens  
Die Hoden wiegen zum Zeitpunkt der Geburt etwa 5 bis 20 g und steigen 30 Tage vor bis zehn Tage 
nach der Geburt ab (AMANN 2011). Aufgrund einer verstärkten Zwischenzellbildung infolge der er-
höhten Gonadotropinbildung in der Plazenta ab dem 35. Graviditätstag findet die Ausbildung des Rete 
testis lediglich in der Extremitas capitata statt (KNOSPE 1998). Mit steigendem Alter kommt es zu einer 
Zunahme der Tubulus- und Leydig-Zellkern-Durchmesser sowie des Leydig-Zell-Apparates 
(GLASSNECK 1978, JACOB 1978, JOHNSON u. NEAVES 1981). Die postpuberalen Leydig-Zellen 
werden im Laufe des Wachstums durch adulte Leydig-Zellen ersetzt (AMANN 2011). Sie enthalten 
vermehrt pigmentierte Lipide und produzieren mehr Testosteron als bei jüngeren Hengsten. Insgesamt 
wird ein kontinuierlicher Zuwachs an Leydig- und Sertoli-Zellen und somit des gesamten Hodenge-
wichts bis zu einem Alter von vier bis fünf Jahren verzeichnet (JACOB 1978, AURICH 2009). Auf-
grund dessen kann mit zunehmendem Alter ebenfalls eine höhere Spermatogenesekapazität nachgewie-
sen werden (AURICH 2009). 
 
2.1.4 Hormonelle Regulation der Hodenfunktion 
Die Fortpflanzungsfunktion wird durch ein Zusammenwirken von Hypothalamus, Hypophyse und Go-
naden sowie intragonadalen Regulationsmechanismen gesteuert (AURICH et al. 1998). Die Abb. 2.3, S. 
5 zeigt den Regelkreis der Hypothalamus-Hypophysen-Hoden-Achse. 
Hypothalamus und Adenohypophyse 
In neuroendokrinen Zellen des Hypothalamus erfolgt die Synthese des Gonadotropin-Releasing-
Hormon (GnRH) (AMANN 1981, PETRIDES 2007). Über eine hypothalamo-hypophysäre Pfortader 
gelangt das GnRH zur Adenohypophyse (AURICH 2009, AMANN 2011). GnRH sowie LH und FSH 
werden beim Hengst pulsatil ausgeschüttet (CLAY et al. 1988, PETRIDES 2007, EBERT et al. 2010).  
Die Drüsenepithelzellen der Adenohypophyse synthetisieren die Gonadotropine FSH 
(=follikelstimulierendes Hormon) und LH (=luteinisierendes Hormon) (AURICH 2009, EBERT et 










(AURICH et al. 1994), dessen Aktivität im Winter erhöht ist. Sie sind somit auch verantwortlich für die 
herabgesetzte LH-Freisetzung und die verminderte Fortpflanzungsaktivität während der Wintermonate 
(AURICH et al. 1994, GERLACH u. AURICH 2000).  
 
 
Abb. 2.3: Schematische Darstellung der Hypotha-
lamus-Hypophysen-Hoden-Achse  
=positiver Feedback  
=negative Rückkopplung  
GnRH=Gonadotropin-Releasing-Hormon 




Beim männlichen Tier stimuliert LH in den Leydig-Zellen die Synthese und Sekretion von Steroiden 
(Androgene und Östrogene) (AURICH 2009). Das wichtigste Produkt ist in diesem Zusammenhang 
Testosteron, welches aus Cholesterin gebildet und weiter metabolisiert wird (vgl. Kap. 2.5.1, S. 22 ff.). 
Leydig-Zellen sezernieren eine Basalkonzentration an Testosteron, die bei den meisten Hengsten pulsatil 
etwa drei bis acht mal pro Tag durch Anstieg und Abfall gekennzeichnet ist (BERNDTSON et al. 1974, 
AMANN 2011). Das Hormon gelangt ins Blut und über den großen Kreislauf zum Hypothalamus und 
zur Hypophyse. Ist die Testosteronkonzentration zu hoch, wird über einen negativen Rückkopplungsme-
chanismus die GnRH-Freisetzung und damit auch die hypophysäre LH-Freisetzung gehemmt, wie Abb. 
2.3 zeigt (AURICH 2009, AMANN 2011). GUDERMANN (2005) beschreibt, dass Testosteron und sein 
Metabolit Dihydrotestosteron (vgl. Kap. 2.5.1, S. 22 ff.) ein negatives Feedback auf den Hypothalamus 
ausüben (Hemmung der GnRH-Freisetzung), während Östradiol die Gonadotropinausschüttung in der 
Hypophyse supprimiert. Ohne die Anwesenheit von Testosteron können die Sertoli-Zellen ihre Aufgabe 
nicht erfüllen, weshalb dieses Hormon somit die Spermatogenese fördert, wobei die Spermienreifung im 
Nebenhoden abhängig ist von der Anwesenheit des Dihydrotestosterons, einem Metaboliten des Testos-
terons (AURICH 2009). Welche Minimalkonzentration an Testosteron für die Spermatogenese benötigt 
wird, ist bislang nicht bekannt (AMANN 2011). Die Hoden des Hengstes produzieren auch eine große 
Menge Östrogene (Östrogenkonjugate: 2224 ng/ml testikuläres bzw. 161 ng/ml juguläres Plasma) 
(THOMPSON et al. 1978, SEAMANS et al. 1991, ROSER 2011). Zudem wird in den Leydig-Zellen 
auch Oxytozin gebildet, welches die Kontraktilität der Samenkanälchen fördert (THACKARE et al. 
2006, GILLE 2008, AMANN 2011). FSH fördert die Aktivität der Sertoli-Zellen (vgl. Abb. 2.3) und 




mone und IGF-1 an der Regulation der Hodenfunktion beteiligt (AURICH 2009). Die Sertoli-Zellen, 
wie auch die Leydig-Zellen, produzieren zudem Inhibin (NAGATA et al. 1998, TAYA et al. 2000, 
AMANN 2011) und Aktivin (DE KRETSER et al. 2004, BARAKAT et al. 2008, AMANN 2011), Mit-
glieder der transforming growth factor β-Familie (ITMAN et al. 2006). Diese Glykoprotein-Hormone 
gelangen über das Blut in den Hypophysenvorderlappen und hemmen (Inhibin) bzw. stimulieren (Akti-
vin) dort die Sekretion von FSH, wie Abb. 2.3, S. 5 zeigt  (ITMAN et al. 2006, AMANN 2011).  
Zahlreiche weitere Faktoren besitzen ebenfalls eine regulative Rolle im Hengsthoden (ROSER 2011), 
sollen jedoch in dieser Arbeit nicht näher erläutert werden. 
Epiphyse und die tageslichtabhängige Fortpflanzung 
Die Fortpflanzungsaktivität von Pferden wird durch die Tageslichtdauer gesteuert (CLAY et al. 1987, 
AURICH 2009, ROSER 2011). Lichtimpulse beeinflussen die Melatoninproduktion in den 
Pinealozyten der Epiphyse, wobei diese durch Licht gehemmt und durch Dunkelheit stimuliert wird 
(GERLACH u. AURICH 2000, KARASEK u. WINCZYK 2006, AURICH 2009, ROSER 2011). 
Melatonin steuert wiederum die GnRH-Freisetzung über Neuromodulatoren. Außerhalb der 
Paarungssaison kommt es zu einer verminderten Gonadotropinsynthese/-sekretion (AURICH 2009, 
ROSER 2011). Das Pferd ist als sog. „long-day breeder“ (CLAY et al. 1987, ROSER 2011) durch 
niedrige Serum-Testosteronwerte in den Wintermonaten und hohe Serum-Testosteronwerte in den 
Monaten Mai bis Juli gekennzeichnet (BERNDTSON et al. 1974, KLUG 1982). Das Hodengewicht 
nimmt in der nicht-aktiven Phase um 25 % ab (numerische Atrophie der Leydig- und Sertoli-Zellen) 
(AMANN 2011). Die Spermienproduktion erfolgt ganzjährig, wobei das Maximum in den Monaten Mai 
bis Juli liegt (JOHNSON u. THOMPSON 1983, CLAY et al. 1987, JOHNSON u. THOMPSON 1987, 
AURICH et al. 1998, AMANN 2011). Die Jahreszeit besitzt keinen Einfluss auf die Spermienqualität 
und die Befruchtungsfähigkeit des Hengstes (AURICH 2009).  
 
2.1.5 Pubertät 
Die Pubertät, der Beginn der Geschlechtsreife, wird ausgelöst durch die Ausschüttung gonadotropiner 
Hormone aus der Adenohypophyse (KLUG 1982, NADEN et al. 1990). Der Zeitpunkt der 
Geschlechtsreife bei Hengsten ist sehr variabel und wird in der Literatur mit etwa 12 bis 24 Monaten 
angegeben (NADEN et al. 1990, AURICH 2009). Er wird u.a. von Faktoren wie Rasse, Jahreszeit der 
Geburt, Haltung und Ernährung beeinflusst (NADEN et al. 1990, AURICH 2009). Zwei bis vier Jahre 
nach der Pubertät erreichen Hengste die vollständige sexuelle Reife mit dem Maximum ihrer 
Fortpflanzungsfähigkeit (AURICH 2009, AMANN 2011).  
 
2.2 Testikuläre Blutgefäßversorgung  
Die Blutgefäße des Hodens dienen insbesondere der Temperatur- und Blutdruckregelung sowie dem 
Hormontransport und –austausch (GASSE et al. 1999). 
2.2.1 Arterielle Versorgung 
Die Blutversorgung des Hodens erfolgt über die A. testicularis, wie sie in Abb. 2.4, S. 7 dargestellt ist. 
Diese geht aus der Aorta abdominalis hervor und zieht in der Plica vasculosa zum inneren Leistenring 
(NICKEL et al. 1996). Die A. testicularis verläuft im Samenstrang geschlängelt und bildet ein Ranken-
konvolut (Conus arteriosus). Von der Extremitas capitata zieht sie als Marginalarterie entlang des Mar-




tas capitata zurück. Am Margo liber gibt sie zahlreiche rechtwinklig nach beiden Seiten laufende Äste 
ab, welche sich nach Durchdringen der Tunica albuginea vor dem Mediastinum intraseptal aufzweigen 
(IPPENSEN et al. 1972) und zentrifugal zur Peripherie verlaufen (GASSE et al. 1999). Durch diese 
Zentrifugalarterien gelangen Arteriolen und Kapillaren an und um die Samenkanälchen (NICKEL et al. 
1996). Weitere sog. Rami transcurrentes versorgen das Hodenparenchym dorsal und lateral des Medi-
astinums (IPPENSEN et al. 1972). Zudem gibt die A. testicularis die Rami epididymales zur Versorgung 
des Nebenhodens ab, welche gemeinsam mit den Rami ductus deferentis die Vaskularisation des Samen-




Abb. 2.4: Schematische Darstellung des Ver-
laufes der A. testicularis im Hengsthoden, 
Ansicht von lateral [modifiziert nach IPPENSEN 
et al. (1972)] 
A Caput epididymidis 
1 Conus arteriosus 
2 Marginalarterie  
3 Windung der A. testicularis 
4 peripherer Seitenast der A. testicularis 
5 zentripetaler Abschnitt des Seitenastes 
6 zentrifugale Zweige des Seitenastes 
7 Rami transcurrentes  
8 Rami epididymales der A. testicularis 
 
2.2.2 Venöse Versorgung 
Die V. testicularis geht aus der V. cava caudalis hervor und verläuft mit der A. testicularis in der Plica 
vasculosa nach distal, kranial am Conus arteriosus entlang (IPPENSEN et al. 1972, NICKEL et al. 
1996). Sie zweigt sich in zwei gleichstarke Äste (Marginalvenen) auf, welche den Conus vasculosus von 
kranial umgreifen. Die Marginalvenen dringen in die Tunica albuginea ein und ziehen entlang des 
Margo epididymalis nach kaudal (IPPENSEN et al. 1972, GASSE et al. 1999, WROBEL u. 
BERGMANN 2006). Der Verlauf der V. testicularis im Pferdehoden ist in Abb. 2.5, S. 8 dargestellt. 
Es gibt zwei venöse Systeme im equinen Hoden: Nach IPPENSEN et al. (1972) und GASSE et al. 
(1999) erfolgt der Blutabfluss 1.) in zentrifugaler Richtung aus den Kapillaren der Peripherie über die 
oberflächlichen Venen der Tunica albuginea sowie 2.) in zentripetaler Richtung über die Zentralvene. 
Ad 1.) Am kranialen Pol kann eine Aufzweigung der V. testicularis in kleine schwache Venen 
beobachtet werden. Am kranialen Hodenpol bilden einige Gefäße am Margo liber Anastomosen mit den 
kleinen Venen auf der anderen Seite (Gefäßbogen). Am kaudalen Hodenpol entwickelt sich eine stärkere 
Vene aus dem oberflächlichen Venengeflecht, welche die A. testicularis begleitet. Ventral zweigt sie 
sich auf oder verbindet sich mit den Seitenvenen. Die oberflächlichen Venen entlassen kleinere Äste in 
das Hodeninnere. Diese verzweigen sich wiederum an der Parenchymoberfläche, so dass ihre 
Kapillargebiete lediglich in der Peripherie zu finden sind.  
Ad 2.) Des Weiteren entwickelt sich aus einer der Marginalvenen zwischen Nebenhodenkopf und Conus 
arteriosus eine Zentralvene, die in das Mediastinum testis zieht. Sie gibt nach allen Seiten mittlere und 




An der Basis des Samenstrangs entsteht durch vielfach anastomosierende Gefäßschlingen der Plexus 




Abb. 2.5: Schematische Darstellung des 
Verlaufes der V. testicularis im Hengst-
hoden, Ansicht von lateral [modifiziert 
nach IPPENSEN et al. (1972)] 
A Caput epididymidis 
1 V. testicularis  
2 Plexus pampiniformis  
3 Marginalvenen  
4 Seitenast der Marginalvene  
5 kaudaler Bogen  
6 Anastomose der Marginalvene mit 
Seitenast  
7 Zentralvene  
8 Seitenast der Zentralvene 
 
 
2.3 Histomorphologie der Blutgefäße 
Es existieren viele grundlegende Arbeiten zur Struktur von Blutgefäßen mit unterschiedlichen 
Größenangaben der einzelnen Blutgefäßtypen (GRÜNINGER 1996). Gründe dafür sind zum einen 
unterschiedliche Kontraktionszustände der Gefäße bei verschiedenen Entnahme- und Fixationstechniken 
(RHODIN 1967, GLASSNECK 1978), zum anderen weisen Blutgefäße verschiedener Körperregionen 
einen unterschiedlichen Bau auf (RHODIN 1967). Des Weiteren kommen auch tierartliche Unterschiede 
hinzu. 
Prinzipiell besitzen die Blutgefäße einen dreischichtigen Wandbau (Tunica intima bzw. interna, Tunica 
media, Tunica adventitia bzw. externa). 
2.3.1 Arterien und Arteriolen 
Arterien haben ein kreisrundes Lumen und weisen einen dreischichtigen Wandaufbau auf 
(TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949). Die Tunica intima (luminale Schicht) besteht aus dem einschich-
tigen kontinuierlichen Endothel (rhombisch platte Zellen, vgl. Abb. 2.6, S. 9), der Lamina subendotheli-
alis (kollagene und elastische Fasern, Fibrozyten, Histiozyten, glatte Muskelzellen) und der Membrana 
elastica interna (kontinuierliches Netz von elastischen Fasern, vgl. Abb. 2.6, S. 9) (RHODIN 1967, 
LIEBICH 2010a). Die Membrana elastica interna stellt sich fixationsbedingt histologisch gewellt dar 
(LIEBICH 2010a), da die glatten Muskelfasern der sich anschließenden Media kontrahieren und die 
elastischen Fasern dem nicht folgen können (TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949). Die Tunica media 
besteht aus muskulären und elastischen Fasern (vgl. Abb. 2.6, S. 9). Je nach Überwiegen unterscheidet 
man elastische (v.a. herznah) und muskuläre (v.a. in der Peripherie) Arterien. Bei Arterien vom musku-
lären Typ findet man in der Tunica media drei bis 40 Schichten zirkulär oder schraubenförmig angeord-
neter glatter Muskelzellen sowie dazwischen gelegenen elastischen und kollagenen Fasern und Prote-
oglykanen (PLENDL 2006, LIEBICH 2010a). Bei Pferden erfolgt die Abnahme der elastischen Fasern 




Die Tunica externa besteht aus der Membrana elastica externa (vgl. Abb. 2.6, S. 9) und der Adventitia 
(vgl. Abb. 2.6, S. 9). Sie ist aus netzartig angeordneten kollagenen und längsverlaufenden elastischen 
Fasern aufgebaut und sorgt für den entsprechenden Einbau der Arterien in das umgebende Gewebe 
(NICKEL et al. 1996). Je höher der Gehalt an elastischen Fasern in der Tunica media ist, desto geringer 
wird er in der Tunica externa (TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949). Die Membrana elastica externa ist 
nicht immer eindeutig abzugrenzen (PLENDL 2006). Im Stutenendometrium benennen OIKAWA et al. 
(1993) arterielle Gefäße mit einem Lumendurchmesser von mehr als 50 µm als Arterien und kleinere 
Gefäße als Arteriolen. RHODIN (1967) und LIEBICH (2010a) dagegen bezeichnen Arterien mit einem 





Abb. 2.6: Mikroskopische Darstel-
lung einer Arterie vom muskulösen 
Typ im Pferdehoden (Pikrosiriusrot-
Färbung) 
   Arterienlumen mit Erythrozyten  
 Endothel  
  Membrana elastica interna  
Tm   Tunica media mit Myozyten 
  Membrana elastica externa 
Ad    Adventitia 
Ts     Tubuli seminiferi 
 
Die Arteriolen stellen die kleinsten noch mit glatter Muskulatur ausgestatteten Gefäße des arteriellen 








Abb. 2.7: Mikroskopische Dar-
stellung von Arteriolen im In-
terstitium eines Pferdehodens 
(Pikrosiriusrot-Färbung) 
 Endothel  
  Membrana elastica interna  
         (gefenstert)  
Tm   Tunica media mit Myozyten 
S       Stroma 
 
Die Tunica interna besteht aus Endothel und einer Lamina subendotheliale. Die Membrana elastica in-









riolen kaum noch zu finden (TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949, PLENDL 2006). Die Tunica media 
enthält eine bis drei Schichten glatter Muskelzellen (vgl. Abb. 2.7) sowie feine kollagene und elastische 
Fasern (RHODIN 1967, PLENDL 2006). In der Tunica externa fehlt eine Membrana elastica externa 
(PLENDL 2006).  
 
2.3.2 Kapillaren 
Kapillaren besitzen im Pferdeendometrium einen Durchmesser von bis zu 10 µm (KRIESTEN 1995, 
PLENDL 2006), jedoch schwanken die allgemeinen Literaturangaben von 6 bis 30 µm (TRAUTMANN 
u. FIEBIGER 1949, RHODIN 1968, NICKEL et al. 1996, PLENDL 2006, LIEBICH 2010a). Neu 
gebildete Blutgefäße haben einen durchschnittlichen Durchmesser von ca. 2,5 µm (NORRBY 1997). Sie 
bestehen lediglich aus dem luminalen einschichtigen Endothel (Angiothel) und einer Basalmembran 









Abb. 2.8: Mikroskopische Darstel-
lung von Kapillaren im Interstitium 
eines Pferdehodens (Pikrosiriusrot-
Färbung) 
 kapilläre Endothelzellen 
S      Stroma 
Ts    Tubuli seminiferi 
 
Die Endothelzellen üben neben dem Stofftransport weitere wichtige Funktionen aus, wie z.B. Bildung 
von Vasokonstriktoren (Endothelin) und Vasodilatatoren (Stickoxid, Prostazyklin), Regulation von Ent-
zündungen über Interleukin-Bildung, Bildung von gerinnungshemmenden Faktoren sowie Regulation 
des Zellwachstums durch Bildung wachstumsstimulierender und –hemmender Faktoren [vgl. Kap. 2.4.2, 
S. 14 ff.; LIEBICH (2010a)]. Die Basalmembran, bestehend aus kleinen Gitterfasern (TRAUTMANN u. 
FIEBIGER 1949), dient als Blut-Hoden-Schranke mit wichtiger Filterfunktion (NICKEL et al. 1996). 
Den meisten Kapillaren liegen außen Perizyten (syn. Rouget-Zellen) an (TRAUTMANN u. FIEBIGER 
1949, NICKEL et al. 1996, LIEBICH 2010a), welche von der Basalmembran ebenfalls umgeben sind. In 
den Bereichen, in welchen die Basalmembran zwischen Endothelzellen und Perizyten liegt, findet man 
feine Öffnungen, so dass ein direkter Kontakt zwischen Endothelzellen und Perizyten hergestellt ist 
(RHODIN 1968, DIAZ-FLORES et al. 1991). Über die Funktion der myofilamenthaltigen Perizyten 
(GERHARDT u. BETSHOLTZ 2003) sind sich die Autoren bislang nicht einig (DIAZ-FLORES et al. 
1991). Einige Autoren schreiben ihnen eine kontraktile Fähigkeit und somit eine Kontrolle des Blut-
drucks zu (RHODIN 1968, ALLT u. LAWRENSON 2001, WEYRAUCH et al. 2009), während 
NICKEL et al. (1996) und TRAUTMANN u. FIEBIGER (1949) diese Fähigkeit bezweifeln. Des Weite-







Die sich anschließenden venösen Kapillaren mit einem Durchmesser von etwas mehr als 8 µm sind von 
den „echten“ Kapillaren lichtmikroskopisch kaum zu unterscheiden (RHODIN 1968).  
2.3.3 Venolen und Venen 
Venolen sind dünnwandige Gefäße, die aus den Kapillaren hervorgehen. Nach OIKAWA et al. (1993) 
sind Venolen kleiner als 50 µm. Postkapilläre Venolen ähneln in ihrem Aufbau stark den Kapillaren. Ihr 
Durchmesser ist mit 10 bis 30 µm größer als der von Kapillaren und vereinzelt sind Perizyten vorhanden 
(RHODIN 1968, PLENDL 2006). Die Tunica interna besteht aus einem durchgängigen oder 
fenestrierten Endothel (vgl. Abb. 2.9), einer Basalmembran und einer dünnen Lamina subendotheliale 
(PLENDL 2006). RHODIN (1968) und PLENDL (2006) bezeichnen Venolen mit einem Durchmesser 
von 30 bis 50 µm als Sammelvenolen, in denen Perizyten eine kontinuierliche Schicht bilden. Fibrozyten 
und Kollagenfasern formen eine Tunica externa. Mit zunehmendem Durchmesser (50 bis 100 µm) 
erfolgt der Ersatz der Perizyten durch glatte Muskelzellen (PLENDL 2006). Von diesen muskulären 
Venolen sprechen RHODIN (1968) und PLENDL (2006) bei Venolen mit ein bis zwei Schichten 
Muskelzellen (Tunica media) und einer Tunica externa (elastische und kollagene Fasern, Fibrozyten, 
vgl. Abb. 2.9).  
 
 
Abb. 2.9: Mikroskopische Dar-
stellung einer Venole im Intersti-
tium eines Pferdehodens (Pikrosi-
riusrot-Färbung) 
 Endothelzelle  
Tm  Myozyten und kollagenes 
Bindegewebe (rötlich) der 
Tunica media (gelblich) 
Te  elastische Fasern (violett) und 
kollagene Fasern (rötlich) der 
Tunica externa  
S      Stroma 
Venen schließen sich den muskulären Venolen an. Im Stutenendometrium wird ihr Durchmesser mit 
mehr als 50 µm angegeben (OIKAWA et al. 1993). Sie haben eine dünne, schlaffe Wand mit bindege-
webigem Charakter (TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949) und eine 200-fach höhere Dehnungsfähigkeit 
als Arterien (LIEBICH 2010a). In kleinen Venen (als Fortführung der muskulären Venolen) findet man 
ein Endothel, eine Basallamina, eine deutliche Tunica media mit zwei bis vier Lagen zirkulär angeord-
neter glatter Muskelzellen sowie eine Tunica externa (PLENDL 2006). Sie besitzen einen Durchmesser 
von 100 bis 300 µm (RHODIN 1968). Venen unter 100 µm im Durchmesser sind muskelfrei 
(TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949). Die mittleren (sog. Sammelvenen) und großen Venen (z.B. Vena 
cava) sind nach PLENDL (2006) durch eine vollständig ausgebildete Tunica intima (Endothelzell-
schicht, Stratum subendotheliale mit kollagenen und elastischen Fasern und Membrana elastica interna) 
gekennzeichnet (vgl. Abb. 2.10, S. 12). TRAUTMANN u. FIEBIGER (1949) und LIEBICH (2010a) 
bezeichnen die Membrana elastica interna als Rete elastica. Bei größeren Venen kommen außerdem 
glatte Längsmuskelfasern vor, die sich zu Bündeln vereinigen können (TRAUTMANN u. FIEBIGER 
1949). Die Tunica media ist dünner als bei Arterien und enthält einige Lagen glatter Muskelzellen (vgl. 









Fasern (PLENDL 2006, LIEBICH 2010a). Die Tunica externa als bindegewebige Verbindung zum um-
liegenden Gewebe ist verstärkt ausgebildet (vgl. Abb. 2.10, S. 12). Auch hier findet man longitudinal 
oder spiralig angeordnete Bündel glatter Muskelzellen sowie kollagene und elastische Fasern 
(TRAUTMANN u. FIEBIGER 1949, PLENDL 2006). Eine Membrana elastica externa ist ausgebildet 
(LIEBICH 2010a). In Venen mit einem Durchmesser von über 50 µm (NICKEL et al. 1996) sind 
herzwärts gerichtete paarige Venenklappen, hervorgehend aus dem Stratum subendotheliale und über-
zogen mit Endothel, ausgebildet, um einen Rückfluss des Blutes infolge des niedrigen Drucks zu ver-








Abb. 2.10: Mikroskopische Dar-
stellung einer Vene zwischen Nes-
tern von Tubuli seminiferi (Pikro-
siriusrot-Färbung) 
  Endothel  
  Membrana elastica interna  
Tm   Myozyten der Tunica media  
  Membrana elastica externa 
Te  kollagene Fasern der Tunica 
 externa  
2.3.4 Darstellungsmöglichkeiten von Blutgefäßen mittels TGF-α 
Der Transforming growth factor α (TGF-α) ist ein Wachstumsfaktor und ähnelt strukturell dem 
Epidermal Growth Factor, da er an den gleichen Rezeptor bindet (MARQUARDT et al. 1984, 
SCHULTZ et al. 1991). Es handelt sich um ein Peptid. TGF-α ist maßgeblich an der Wundheilung 
(SCHULTZ et al. 1991) sowie der fibrinösen Adhäsion (CHEGINI et al. 1994) beteiligt und spielt 
ebenfalls eine Rolle in der Angiogenese (SCHREIBER et al. 1986). TGF-α dient als potentieller 
parakrin-autokriner Regulator der Hodenfunktionen und der Spermatogenese, allerdings wurde dies 
beim Hengst noch nicht näher untersucht (WAGENER et al. 2003, ROSER 2011). Er ist ein wichtiger 
Faktor in der Regulation der embryonalen Hodenentwicklung (LEVINE et al. 2000). 
Die Endothelien und Myozyten im Rattenuterus weisen eine TGF-α-Expression auf (SIMMS et al. 
1991). Eine weitere Studie zeigte die Expression von TGF-α in den Endothelien von Arteriolen im 
Rinderovar (LOBB et al. 1989). TGF-α wird in den Blutgefäßen des Stutenendometriums exprimiert 
(KIESOW et al. 2010). Speziell in den glatten Muskelzellen und den Endothelzellen von Blutgefäßen im 
Uterus der Stute konnte eine TGF-α-Expression nachgewiesen weisen (STIEF 2006). Somit können die 








2.4 Physiologie der Angiogenese (allgemein und im Hoden) 
2.4.1 Entwicklung von Blutgefäßen (Vaskulogenese – Angiogenese) 
Das Blutgefäßsystem entsteht während der Embryonalentwicklung als erstes Organsystem (KALKA et 
al. 2000). Es existieren zwei Mechanismen: Vaskulogenese und Angiogenese (KALKA et al. 2000). 
Beides sind Vorgänge in der frühen Embryogenese, wobei sie unterschiedlich reguliert werden (RISAU 
et al. 1988).  
Vaskulogenese wird auch „de novo“-Synthese genannt und bezeichnet die Entstehung des primären 
Gefäßlabyrinths. Blutgefäße gehen embryonal aus dem Mesoderm hervor. Hierbei entwickeln sich sog. 
Blutinseln aus extraembryonalen Vorläuferzellen, den Angioblasten, die in Strängen und Clustern 
angeordnet sind (vgl. Abb. 2.11).  
 
 
Abb. 2.11: Darstellung der Vaskulogenese 
(KÄßMEYER 2009) 
Die zentralen Zellen der Blutinseln (A) entwickeln 
sich zu primitiven Blutzellen, die peripheren 
Zellen zu Endothelzellen. (B=Hämoblasten, 
C=Angio-blasten, D=Erythrozyten im Blutgefäß) 
 
 
Die zentralen Zellen aus diesen Clustern entwickeln sich zu den primitiven Blutzellen, die peripheren zu 
Endothelzellen (RISAU et al. 1988, POLVERINI 1995, RISAU 1997, KALKA et al. 2000, CONWAY 
et al. 2001, DRAKE 2003, DISTLER et al. 2003). Das Vorhandensein dieser endothelialen 
Vorläuferzellen konnte auch im adulten Organismus nachgewiesen werden (ASAHARA et al. 1999, 
KALKA et al. 2000, CARMELIET 2000, DRAKE 2003, KÄßMEYER et al. 2009). Nach KALKA et al. 
(2000) ist eine postnatale Neovaskularisation nicht mit einer Angiogenese gleichzusetzen, da eine 
vaskulogenetische sowie eine angiogenetische Komponente existieren soll. Diese könnten durch 
endogene sowie iatrogene Einflüsse verstärkt werden.  
Unter „Angiogenese“ versteht man die Neubildung von Gefäßen aus präexistenten Kapillaren und post-
kapillaren Venolen aus bereits differenzierten Endothelzellen (ONDRICK u. SAMOJLA 1992, RISAU 
1997, KALKA et al. 2000, ALESSI et al. 2004), sowohl embryonal als auch im adulten Organismus 
(HANAHAN 1997, GERHARDT u. BETSHOLTZ 2003). Es entsteht ein sekundäres Gefäßnetzwerk 
(CARMELIET 2000, DISTLER et al. 2003). Der Begriff Angiogenese bezeichnet auch das gesamte 
Wachstum von Gefäßen (KALKA et al. 2000). Man unterscheidet generell das Aussprossen aus den 
Seiten oder Enden („Sprouting“) und das Einstülpen, also die Längsteilung („Non-Sprouting“, Intussus-
zeption) von Gefäßen, die auch nebeneinander auftreten können (RISAU 1997, KALKA et al. 2000, 
CONWAY et al. 2001). Das sog. „Sprouting“ (vgl. Abb. 2.12, S. 14), den dominierenden Angiogenese-
typ (NORRBY 1997), findet man embryonal v.a. in der Gehirnanlage, in der es keine Angioblasten gibt, 
während das Non-Sprouting eher in Gefäßen der Lunge zu finden ist. Die Intussuszeption wird bei eini-
gen Autoren als eigenständiger Entwicklungsprozess angesehen (PATAN et al. 1996, PLENDL et al. 
2002). Die Angiogenese ist ein temporäres Geschehen. Die Kapillaren bilden sich innerhalb von Tagen 






Abb. 2.12: Darstellung der Angiogenese (KÄßMEYER 
2009) 
Beim Sprouting (Pfeilspitze) kommt es durch Proliferation 
und Migration von Endothelzellen zum Aussprossen. 
Bei der Intussuszeption stülpen sich die Endothelzellen 
ein, so dass es zur Längsteilung kommt (Pfeil). 
 
 
Generell findet man die Angiogenese beim adulten Tier unter physiologischen Bedingungen nur sehr 
selten (DISTLER et al. 2003), sie spielt jedoch eine große Rolle in der Embryonalentwicklung (KALKA 
et al. 2000, ALESSI et al. 2004), dem weiblichen Zyklus (KALKA et al. 2000, ALESSI et al. 2004), im 
männlichen Genitaltrakt (COLLIN u. BERGH 1996, LECOUTER et al. 2003) und dem Haarwachstum 
(YANO et al. 2001, YANO et al. 2003). Unter pathologischen Bedingungen kann sie z.B. beim 
Tumorwachstum, der diabetischen Retinopathie, artherosklerotischen Plaques und Psoriasis 
(FOLKMAN 1972, FOLKMAN 1974) sowie im Rahmen der Wundheilung (ANTONELLI-ORLIDGE 
et al. 1989, KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991, KALKA et al. 2000) beobachtet werden. Im adulten 
Organismus teilen sich Endothelzellen sehr unregelmäßig in einem Monate bzw. Jahre andauernden 
Prozess. Als Antwort auf eine Freisetzung pro-angiogener Zytokine oder anderer angiogener Mediatoren 
läuft der Prozess jedoch innerhalb weniger Tage ab (POLVERINI 1995). 
Im Folgenden wird ausschließlich auf die Angiogenese, insbesondere auf das „Sprouting“, eingegangen. 
 
2.4.2 Regulation der Angiogenese 
Nur ein komplexes Zusammenspiel aus zahlreichen pro- und anti-angiogenen Faktoren ermöglicht einen 
reibungslosen Ablauf der Angiogenese (POLVERINI 1995, CONWAY et al. 2001, DISTLER et al. 
2003). Endothelzellen sind in der Lage, Zytokine und Wachstumsfaktoren zu bilden und freizusetzen, 
die bedeutend für die autokrine und parakrine Steuerung der Endothelzellproliferation, -elongation, -
orien-tierung und -reifung sind, und besitzen spezielle hochaffine Rezeptoren für Wachstumsfaktoren 
und Zytokine (NORRBY 1997). Es handelt sich dabei überwiegend um Proteine (insbesondere 
Wachstumsfaktoren), die an membrangebundene Rezeptortyrosinkinasen binden (HANAHAN 1997). 
Die meisten dieser Faktoren werden von verschiedenen Zellen (u.a. Endothelzellen), als Antwort auf 
exogene und endogene Stimuli lokal gebildet und wirken in auto- und parakriner Weise (POLVERINI 
1995). Diese Mediatoren können die Angiogenese direkt (Interaktion mit Rezeptoren auf der 
Endothelzelloberfläche) oder indirekt (Aktivierung von Helferzellen, welche angiogene Mediatoren 
bilden) stimulieren (POLVERINI u. LEIBOVICH 1984). Wachstumsfaktoren werden aus 
Endothelzellen bzw. der Extrazellularmembran oder der Basalmembran infolge Gefäßverletzung oder 
Sauerstoffmangel freigesetzt (vgl. Kap. 2.4.4, S. 18 ff.). Sie gelangen an die Oberfläche der 
Endothelzellen und binden an ihre spezifischen Rezeptoren. Wachstumsfaktoren transduzieren ihr 
Signal über Rezeptortyrosinkinasen an den Zellkern (SCHOTT u. MORROW 1993). Die an der 
Angiogenese beteiligten Zellen sezernieren in vitro latent TGF-β1, welches durch verschiedene 




Aufgrund der Existenz zahlreicher pro- und anti-angiogener Faktoren (vgl. Tab. 9.1, S. 117 f. und Tab. 
9.2, S. 119.) soll im Folgenden eine detaillierte Beschreibung nur für die in dieser Studie untersuchten 
Faktoren erfolgen. Die beiden im Folgenden dargestellten Gruppen (VEGF-Familie, vgl. Kap. 2.4.2.1, S. 
15 f.; Angiopoietine, vgl. Kap. 2.4.2.2, S. 16 f.) agieren gemeinsam, um einen optimalen Ablauf der 
Blutgefäßentstehung zu gewährleisten (SURI et al. 1996). 
 
2.4.2.1 Vascular endothelial growth factor (VEGF)–Superfamilie und ihre Rezeptoren 
Diese endothelialen Wachstumsfaktoren repräsentieren eine Familie von Zytokinen.  
VEGF A, in der Literatur häufig nur als VEGF bezeichnet, ist ein sezerniertes Protein und fungiert als 
endothelzellspezifisches Mitogen und somit wichtiger proangiogener Faktor (FERRARA et al. 1992). 
Die Expression von VEGF A wird durch eine Hypoxie stimuliert (CARMELIET u. COLLEN 1997, 
CARMELIET u. COLLEN 1999) (vgl. Kap. 2.4.4, S. 18 ff.). VEGF A besitzt eine hohe Spezifität für 
die VEGF-Rezeptoren VEGF-R1 (Flt-1, fms-like-tyrosine-kinase) und VEGF-R2 (Flk-1, foetal liver 
kinase-1) (DE VRIES et al. 1992, FERRARA 1999). Er bewirkt als hochgradig 
permeabilitätssteigernder Faktor die Endothelzellproliferation sowie -migration und ermöglicht die 
Bildung von Gefäßröhren (DVORAK et al. 1995, FERRARA u. DAVIS-SMYTH 1997). Die Wirkung 
von VEGF A auf die Endothelzellproliferation und -migration wird hauptsächlich durch VEGF-R2 
vermittelt (DISTLER et al. 2003). 
Bei VEGF A, syn. VPF (Vascular Permeability Factor), handelt es sich um ein 46-48kDa schweres 
glykosyliertes kationisches dimerisches Protein, welches an Heparin bindet (LEUNG et al. 1989, 
KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991). VEGF A gehört vermutlich in die Familie der PDGF, da eine 
Homologie von 21 bis 24 % mit den PDGF Ketten A und B vorliegt (LEUNG et al. 1989, TISCHER et 
al. 1989, KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991). 
Es existieren vier Isoformen dieses Faktors mit unterschiedlicher mitogener Potenz, unterschiedlicher 
Affinität für die extrazelluläre Matrix und die zellulären Rezeptoren sowie variabler gewebsspezifischer 
Expression (CARMELIET u. COLLEN 1997). Durch Spleißen eines einzelnen VEGF A-Gens entstehen 
vier Isoformen mit unterschiedlicher Aminosäurenlänge: 121 (VEGF A121), 165 (VEGF A165), 189 
(VEGF A189) und 206 (VEGF A206), wobei VEGF A165 die prädominante Form darstellt und die höchste 
Affinität für VEGF-R1 besitzt (LEUNG et al. 1989, DE VRIES et al. 1992, HOUCK et al. 1992, 
FERRARA et al. 1992, FERRARA 1999). Das schwach saure VEGF A121 bindet Heparin nicht, im 
Gegensatz zu den längeren basischen Isoformen (HOUCK et al. 1992). VEGF A121 und zu einem 
geringen Anteil auch VEGF A165 werden sezerniert und können frei diffundieren, während VEGF A189 
und VEGF A206 sowie 50 bis 70 % von VEGF A165 an die Zelloberfläche und die extrazelluläre Matrix 
gebunden bleiben und über die Aktivierung mit Heparin bzw. Plasmin freigesetzt werden (HOUCK et 
al. 1992, FERRARA 1999). Zudem soll eine weitere heparinbindende Isoform mit geringerer 
Proliferationspotenz existieren, das VEGF A145 (POLTORAK et al. 1997, HARRY u. PALEOLOG 
2003, NAGY et al. 2007). VEGF A121 weist eine 100-fach niedrigere Wirkung bezüglich der 
endothelialen Proliferationspotenz auf als VEGF A165 (CARMELIET u. COLLEN 1999).  
VEGF A besitzt eine spezifische Wirkung auf Endothelzellen (OLANDER et al. 1991, JAKEMAN et al. 
1992) und stimuliert die Proliferation von arteriellen, venösen, kapillären und lymphatischen 
Endothelzellen durch die Produktion von NO und cGMP-Akkumulation (LEUNG et al. 1989, 
FERRARA u. DAVIS-SMYTH 1997, FERRARA 1999) (vgl. Kap. 2.4.4, S. 18 ff.). 
VEGF B ist ebenfalls ein endothelialer Wachstumsfaktor (OLOFSSON et al. 1996) und bindet spezi-




und des plasmin-activator inhibitor-1 (PAI-1) erreicht wird. Die Serinprotease uPA bildet aus Plasmino-
gen Plasmin und bewirkt den Abbau der extrazellulären Matrix (OLOFSSON et al. 1998), während PAI-
1 diese Protease hemmt (PEPPER et al. 1996). Die Bildung von neuen Gefäßen wird durch niedrige 
Konzentrationen von PAI-1 stimuliert, während höhere Konzentrationen die Angiogenese hemmen 
(DEVY et al. 2002). 
VEGF C ist an der Lymphangiogenese beteiligt (CARMELIET u. COLLEN 1997) und stimuliert die 
Endothelzellmigration (JOUKOV et al. 1996). Er bindet an den VEGF-R2 und -R3 (JOUKOV et al. 
1996, CARMELIET u. COLLEN 1997). Auch VEGF D scheint bei der Lymphangiogenese, 
insbesondere in Tumoren, eine Rolle zu spielen und unterstützt die Ausbreitung von Metastasen über die 
Lymphwege (STACKER et al. 2001, KOPFSTEIN et al. 2007). VEGF E wird im Orf-Virus 
nachgewiesen und bindet an VEGF-R2, wodurch das Virus die Gefäßpermeabilität und die Angiogenese 
erhöht und somit die virale Infektion begünstigt (MEYER et al. 1999, SAVORY et al. 2000). Die beiden 
letztgenannten werden als Präproteine gebildet und benötigen einen posttranslationalen Prozess 
(DVORAK 2005).  
Es existieren zwei endothelständige hochaffine Rezeptor-Tyrosin-Kinasen, deren Bindung von VEGF zu 
einer Erhöhung der Permeabilität sowie zur Proliferation von Endothelzellen führt: VEGF-R1/Flt-1 
(fms-like tyrosine kinase-1) und VEGF-R2/KDR/Flk-1 (kinase insert domain containing receptor/fetal 
liver kinase-1) (DE VRIES et al. 1992, MUSTONEN u. ALITALO 1995, FERRARA 1999). Daneben 
wird ein weiterer Rezeptor, VEGF-R3/Flt-4, beschrieben (CARMELIET u. COLLEN 1997, CHERESH 
u. STUPACK 2008, FERRARA 2009).  
Die Bindung von VEGF an die endothelständigen Rezeptoren bewirkt deren Dimerisation und 
Autophosphorylierung, wobei die Reaktion bei VEGF-R2 stärker ausgeprägt ist als bei VEGF-R1 
(WALTENBERGER et al. 1994, DVORAK 2005). Es folgt eine Phosphorylierung von Proteinen wie 
Proteinkinase C (PKC), Phospholipase C γ (PLC-γ) und Phophatidylinositol-3-kinase (PI-3K) 
(DVORAK 2005). Durch die Aktivierung der Phospholipase C wird IP3 (Inositol-1,4,5-triphosphat) 
gebildet, wodurch ein erhöhter intrazellulärer Einstrom von Calcium (Ca2+) ausgelöst wird (BROCK et 
al. 1991, NAGY et al. 2007). Die Bindung von VEGF A an VEGF-R2 bewirkt zudem eine Aktivierung 
der endothelialen NO-Synthase und somit eine vermehrte NO-Synthese, was zu einer Relaxation der 
glatten Muskelzellen führt (NAGY et al. 2007). VEGF A vermittelt durch Bindung an den VEGF-R2 
seine wachstums- und permeabilitätssteigernden Eigenschaften (YANCOPOULOS et al. 2000).  
VEGF-R1 ist der Rezeptor für VEGF A und B. Der Placenta Growth Factor bindet mit ebenfalls hoher 
Affinität an den VEGF-R1, jedoch nicht an VEGF-R2, und steigert die Aktivität von VEGF in geringen 
Konzentration (PARK et al. 1994). VEGF-R1 scheint einen negativen Effekt zu besitzen, indem es die 
VEGF-R2-Signalkaskade blockiert (YANCOPOULOS et al. 2000). 
Die Expression von VEGF-R1 wird unter hypoxischen Bedingungen stimuliert (FERRARA 1999), 
während die Expression von VEGF-R2 herabgesetzt wird (DETMAR et al. 1997). 
VEGF-R3 bindet VEGF C (JOUKOV et al. 1996, DISTLER et al. 2003) und VEGF D (DISTLER et al. 
2003). Dieser Rezeptor spielt überwiegend eine Rolle in der Entwicklung von Lymphgefäßen 
(MUSTONEN u. ALITALO 1995).  
 
2.4.2.2 Angiopoietine und ihre Rezeptoren 
Neben der VEGF-Familie spielen zwei weitere Proteine eine bedeutende Rolle während der Angiogene-




(YANCOPOULOS et al. 2000), welche allerdings bisher wenig untersucht wurden und daher in der 
vorliegenden Arbeit nicht berücksichtigt werden sollen. 
Ang1 und Ang2 sind ca. 75 kDa schwer und ähnlich aufgebaut (HANAHAN 1997, KWAK et al. 1999). 
Beide binden mit gleicher Affinität an den Rezeptor Tie2, nicht jedoch an den Rezeptor Tie1 
(HANAHAN 1997). Ang1 und Ang2 besitzen verschiedene Funktionen in der Angiogenese, sind aber 
redundant in der Lymphangiogenese (VEIKKOLA u. ALITALO 2002). 
Ang1 ist ein primärer physiologischer Ligand für Tie2 (SURI et al. 1996). Es wird von vaskulären 
Myozyten sowie von Tumorzellen sezerniert (CARMELIET u. JAIN 2011). Ang1 agiert während der 
Angiogenese relativ spät, indem es die Reifung und Stabilisierung der jungen Gefäße in Form einer 
Perizytenanlagerung sowie Bildung der Basalmembran vermittelt (SURI et al. 1996, HANAHAN 1997, 
CARMELIET 2000, CARMELIET u. JAIN 2011). Zudem fördert es die Endothelzellmigration und 
Bildung von Sprossen. Die relativ schwache Wirkung des Proteins wird durch Anwesenheit von VEGF 
A stimuliert (KOBLIZEK et al. 1998). Ang1 erhöht die Überlebensrate von Endothelzellen durch 
Steigerung der PI-3K-Aktivität und hemmt die Apoptose (KWAK et al. 1999, KIM et al. 2000). Auch 
hier kann ein synergistischer Effekt von Ang1 und VEGF A festgestellt werden (KWAK et al. 1999). 
Die spezifische Bindung von Ang1 an Tie2 bewirkt eine Autophosphorylierung, jedoch kein 
Endothelzellwachstum (DAVIS et al. 1996, HANAHAN 1997, MAISONPIERRE et al. 1997).  
Ang2 ist ein Protein mit 496 Aminosäuren (MAISONPIERRE et al. 1997). Es wird von den „tip cells“ 
(vgl. Kap. 2.4.4, S. 18 ff.) des jungen Gefäßsprosses sezerniert (CARMELIET u. JAIN 2011). Abhängig 
von Ko-Molekülen kann Ang2 als pro- oder anti-angiogener Faktor agieren (DISTLER et al. 2003). 
Ang2 bindet an Tie2, jedoch löst es keine Aktivierung des Rezeptors aus, sondern blockiert das Ang1-
Tie2-Signal (HANAHAN 1997). Ang2 hemmt somit die Reifungs- und Stabilisierungsvorgänge der 
jungen Gefäße und führt zu einer Auflockerung der engen Gefäßstruktur. Den Angiogenese-Induktoren, 
wie VEGF A, wird dadurch der Zugang zu den Endothelzellen erleichtert und die 
Endothelzellproliferation und –migration gefördert. Ang2 wirkt auf diese Weise indirekt pro-angiogen 
und stimuliert das Aussprossen und Wachstum neuer Gefäße (HANAHAN 1997, MAISONPIERRE et 
al. 1997, LOBOV et al. 2002). In Anwesenheit von VEGF A erweitert Ang2 den Lumendurchmesser 
(LOBOV et al. 2002). Bei Abwesenheit von Angiogenese-Induktoren wie VEGF A induziert Ang2 
durch seine antagonistische Wirkung an dem Tie2-Rezeptor die endotheliale Apoptose und wirkt direkt 
anti-angiogen (HANAHAN 1997, LOBOV et al. 2002).  
Die Angiopoietine binden an die endothelzellspezifische Rezeptor-Tyrosinkinase Tie2/TEK (tunica 
interna endothelial cell kinase) (MUSTONEN u. ALITALO 1995, CARMELIET u. COLLEN 1997). Es 
existiert eine weitere Rezeptor-Tyrosinkinase, die Tie1 (tyrosine kinase with immunoglobulin and epi-
dermal growth factor homology domains), wobei lediglich ein chimeres Ang1-Protein sowie Ang4 an 
diesen Rezeptor binden (SAHARINEN et al. 2005). Tie2 wird von Endothelzellen exprimiert, jedoch 
stimuliert dieser Rezeptor die Bildung endothelialer Röhren über einen Effekt auf die glatten Muskelzel-
len (CARMELIET u. COLLEN 1997). Der Tie2-Rezeptor vermittelt eine vaskuläre Stabilität 
(JOHANSSON et al. 2005). Die Aktivität der Rezeptortyrosinkinasen folgt im Anschluss an die der 
VEGF-Familie und somit in einer späteren Phase der Angiogenese (SURI et al. 1996, PARTANEN et al. 
1996). Das Tie2-Rezeptor-System ist durch das Vorhandensein von Ko-Rezeptoren bzw. Ko-
Regulatoren sehr komplex und erfordert eine Multimerisation für die Aktivierung (DAVIS et al. 2003). 
Es wird angenommen, dass bei Bindung eines Liganden an die Tie2 oder Tie1 eine Transphosphorylie-
rung stattfindet und Tie1 somit das Tie2-Signal modulieren kann (MARRON et al. 2000). Die Tie1 un-
terdrückt, infolge der Bildung von Heterokomplexen mit Tie2, die Bindung von Liganden wie Ang2 an 




2.4.2.3 Transforming Growth Factor  
Die Transforming Growth Factors sind Peptide, die in vitro den untransformierten Fibroblasten-
Indikator-Zellen den transformierten Phänotyp ermöglichen (ROBERTS u. SPORN 1985). 
TGF-α ist ein 5,5kDa schweres, einzelsträngiges Polypeptid aus 50-53 Aminosäuren, welches aufgrund 
der starken Homologie an den Epidermal Growth Factor-Rezeptor bindet (MARQUARDT et al. 1984, 
ROBERTS u. SPORN 1985, MUSTONEN u. ALITALO 1995). TGF-α ist mitogen für Fibroblasten 
(ROBERTS u. SPORN 1985) und stimuliert die Proliferation von Endothelzellen in vitro und somit die 
Angiogenese (KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991). TGF-α wird außerdem von Tumorzellen und 
Makrophagen synthetisiert, was vermuten lässt, dass er ein wichtiger Mediator der 
Tumorvaskularisierung und Entzündung ist (KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991). Wie in Kap. 2.3.4, S. 
12 erwähnt, können die Blutgefäße beim Pferd mittels TGF-α immunhistologisch dargestellt werden. 
TGF-β besteht aus zwei Ketten mit 112 Aminosäuren. Er kann das Wachstum von Zellen abhängig von 
den Bedingungen stimulieren oder hemmen (ROBERTS u. SPORN 1985).  
 
2.4.3 Initiatoren der Angiogenese 
Die Angiogenese stellt einen lokalen Prozess dar, der durch para- und autokrine Faktoren, u.a. durch 
Stickstoffmonoxid (NO), induziert wird (KALKA et al. 2000, CONWAY et al. 2001, DISTLER et al. 
2003, CHERESH u. STUPACK 2008). Ein weiterer bedeutender Stimulus ist Sauerstoffmangel im 
Gewebe. Unter Hypoxie werden aus Transkriptionsfaktoren, wie dem Hypoxia Inducible Factor (HIF)-
1α, HIF-1β und HIF-2α, stabile Untereinheiten gebildet, die über „hypoxia response elements“ an 
VEGF, VEGF-R1 oder VEGF-R2 binden und somit die Angiogenese initiieren (SEMENZA et al. 1999, 
KALKA et al. 2000, TSUZUKI et al. 2000). Die VEGF-mRNA-Expression (Transkription) wird durch 
HIF stimuliert (FERRARA 1999). Ebenfalls kann durch eine Hypoxie im Gewebe die VEGF-Rezeptor-
Expression gefördert werden (NORRBY 1997). Unter hypoxischen Bedingungen soll es zu einer 
vermehrten NO-Freisetzung kommen (IOANNIDIS et al. 1996). Zudem spielen mechanische Faktoren 
wie der Blutfluss und Scherkräfte eine Rolle (KALKA et al. 2000).  
 
2.4.4 Ablauf der Angiogenese 
Endothelzellen postkapillärer und kleiner terminaler Venolen sind der Ausgangspunkt für die Sprossung 
neuer Blutgefäße (POLVERINI 1995). Es können vier Phasen der Angiogenese unterschieden werden 
(CONWAY et al. 2001), die in Abb. 2.13, S. 19 dargestellt sind.  
Phase I – Vasodilatation und Steigerung der Gefäßpermeabilität 
VEGF induziert die NO-Synthase-Aktivität in Endothelzellen, wodurch die NO-Konzentration in den 
Endothelzellen ansteigt. Die folgende cGMP-Wirkung führt zu einer Relaxation der glatten 
Muskelzellen (DISTLER et al. 2003) und somit zu einer Vasodilatation (KALKA et al. 2000, 
CONWAY et al. 2001).  
VEGF A erhöht die Gefäßpermeabilität durch Bildung von Fenestrationen (ROBERTS u. PALADE 
1995, ESSER et al. 1998) und transendothelialen Öffnungen (DVORAK et al. 1999) im Endothel bzw. 
Formation vesikulo-vakuolärer Organellen. Dies wiederum führt zu einem Übertritt von Proteinen (z.B. 
Plasminogenaktivator, Fibrinogen und Matrixmetalloproteinasen) aus dem Blutplasma ins Gewebe 
(DVORAK et al. 1999, KALKA et al. 2000, CARMELIET 2000, CONWAY et al. 2001, DISTLER et 




Die erhöhte Permeabilität und der daraus resultierende Proteinausstrom wird durch Ang1 gehemmt, um 
Schädigungen des Kreislaufs zu verhindern (CARMELIET 2000). 
Die endotheliale DNA-Synthese beginnt, bevor Anzeichen für Sprouting zu erkennen sind. 
Endothelzellen antworten auf einen neovaskularisierenden Stimulus mit Bildung neuer Blutgefäße ohne 
Bildung neuer Zellen (SHOLLEY et al. 1984). 
 
 
Abb. 2.13: Ablauf der Angiogenese [modifiziert nach DISTLER (2006) und CARMELIET und JAIN 
(2011)] 
Legende: EZ=Endothelzellen; NO=Stickstoffmonoxid; VEGF=vascular endothelial growth factor; 
Ang=Angiopoietin; Tie2=Rezeptor der Angiopoietine; TGF-β=transforming growth factor β; 
FGF=fibroblast growth factor; EGF=epidermal growth factor; PDGF=platelet derived growth factor; 
TNFα=tumor necrosis factor α; u.a.=und andere; I-IV: Ablauf der Angiogenese; =Endothelzelle; 
=periendotheliale Zelle; =„tip cell“; =„stalk cell“ 
 
Phase II – Proliferation und Migration der Endothelzellen 
Wenn ein ruhendes Blutgefäß ein angiogenes Signal empfängt (z.B. durch VEGF A, VEGF C, Ang2, 
FGFs, Chemokine), lösen sich zuerst die Perizyten von der Basalmembran (CARMELIET u. JAIN 
2011). Die Endothelzellen werden durch mechanische Schäden oder durch Signale außerhalb der Gefäße 
aktiviert und produzieren proteolytische Enzyme bzw. deren Vorstufen wie Plasminogenaktivatoren und 
Matrixmetalloproteinasen, wodurch die Basalmembran und die extrazelluläre Matrix aufgelöst 
(CARMELIET u. COLLEN 1996, CARMELIET u. JAIN 2011) und die Gefäße instabil werden. Ebenso 
bewirken von Perizyten sezernierte Cathepsine einen Abbau der Basalmembran (CHANG et al. 2009). 
Im Anschluss lösen sich aktivierte Endothelzellen von der gelockerten Basalmembran ab und migrieren 




SAMOJLA 1992, CARMELIET u. COLLEN 1999, KALKA et al. 2000, CONWAY et al. 2001, 
DISTLER et al. 2003).  
Beim „Sprouting“ übernehmen wenige Endothelzellen als sog. „tip cells“ die leitende Rolle an der 
Spitze des Sprosses und migrieren, vermittelt u.a. durch Neuropiline und eine Aktivierung der VEGF-
Rezeptoren (GERHARDT u. BETSHOLTZ 2005, JAKOBSSON et al. 2010, CARMELIET u. JAIN 
2011). So wird eine Endothelzellmigration „en masse“ vermieden (CARMELIET u. JAIN 2011). Die 
benachbarten Endothelzellen, sog. „stalk cells“, proliferieren und verlängern den Stiel des Sprosses 
(CARMELIET u. JAIN 2011).  
Phase III – Bildung von Röhren und Lumenausbildung 
Die „tip cells“ orientieren sich über lange „Filopodien“, dringen in die extrazelluläre Matrix vor und 
lagern sich zu Strängen zusammen, während die „stalk cells“ proliferieren und ein Lumen formen 
(ONDRICK u. SAMOJLA 1992, GERHARDT u. BETSHOLTZ 2005, CARMELIET u. JAIN 2011). 
Dieser Prozess wird u.a. durch VEGF A vermittelt (CARMELIET u. JAIN 2011). Ziel der „tip cells“ ist 
Gewebe mit einer geringen Gefäßdichte (DISTLER et al. 2003). Durch die Fusion mit präexistenten 
Gefäßen entstehen längere und weitlumigere Blutgefäße (ONDRICK u. SAMOJLA 1992). Der 
Lumendurchmesser wird durch viele verschiedene Faktoren bestimmt, wie beispielsweise VEGF, Ang1 
und Integrine (CARMELIET u. COLLEN 1999). VEGF A121 und VEGF A165 bewirken eine 
Lumenerweiterung, während VEGF A189 eine Lumenverkleinerung induziert (CARMELIET 2000, 
CONWAY et al. 2001, NAKATSU et al. 2003). Ang2 vergrößert gemeinsam mit VEGF A den 
Gefäßdurchmesser (LOBOV et al. 2002).  
Phase IV – Gefäßreifung und -stabilisierung 
Perizyten spielen eine bedeutende Rolle in der Gefäßreifung (CARMELIET 2000). Gesteuert u.a. durch 
Faktoren wie Ang1, Tie2, PDGF-B und TGF-β lagern sie sich abluminal an die Endothelzellen an und 
synthetisieren gemeinsam mit diesen eine neue Basalmembran (ONDRICK u. SAMOJLA 1992, SURI 
et al. 1996, CARMELIET u. JAIN 2011). Daraufhin folgt die Migration und Proliferation von 
Fibroblasten, die sich zu glatten Muskelzellen differenzieren können, falls sich die neuen Kapillaren zu 
Arteriolen oder Venolen entwickeln sollten (ONDRICK u. SAMOJLA 1992). Die Mechanismen, die zur 
Ausbildung eines bestimmten Blutgefäßtypus wie Kapillaren, Arterien oder Venen führen, sind bislang 
nicht bekannt (CONWAY et al. 2001). Durch die Anlagerung von Perizyten und glatten Muskelzellen 
werden die jungen Gefäße zum Einen mechanisch stabilisiert, zum Anderen wird die Stabilisierung 
durch eine Inhibition der Endothelzellproliferation und -migration erreicht. Diese Hemmung wird durch 
TGF-β vermittelt, welches in geringen Mengen von Perizyten produziert wird (ORLIDGE u. D'AMORE 
1987, ANTONELLI-ORLIDGE et al. 1989, SATO u. RIFKIN 1989, ALLT u. LAWRENSON 2001, 
CONWAY et al. 2001, GERHARDT u. BETSHOLTZ 2003, BETSHOLTZ et al. 2005) und die 
dreidimensionale Röhrenbildung stimulieren soll (KLAGSBRUN u. D'AMORE 1991). Der enge 
Kontakt von Endothelzellen und Perizyten beeinflusst somit die Motilität und den Stoffwechsel der 
Endothelzellen während der Angiogenese (SATO u. RIFKIN 1989, DIAZ-FLORES et al. 1991). In den 
ruhenden Endothelzellen bewirkt VE-Cadherin eine Gefäßstabilisierung durch Hemmung des VEGF-
R2-Signals, während der oben genannte TGF-β-Weg aktiviert wird (CARMELIET u. JAIN 2011). 
Langzeitüberleben versus Apoptose 
Sobald ein Gefäß einmal ausgebildet ist, sind die Endothelzellen resistent gegenüber exogener Faktoren 
(CONWAY et al. 2001). Sie differenzieren sich entsprechend den benötigten Gewebsbedingungen und 
sichern ihr Überleben, wobei nur eine ausgewogene Balance zwischen pro- und anti-apoptotischen Fak-




liale) Apoptose ist beim Umbau von Kapillaren zu größeren Gefäßen oder bei der Regression von nicht 
mehr benötigten Blutgefäßen zu finden (NÖR u. POLVERINI 1999) und wird durch viele Faktoren, wie 
beispielsweise VEGF, VE-Cadherine und Angiopoietine (insbesondere Ang1) gesteuert (CARMELIET 
et al. 1999, KWAK et al. 1999, STEFANEC 2000, CONWAY et al. 2001).  
 
2.4.5 Angiogenese im Hoden 
2.4.5.1 Zellen 
2.4.5.1.1 Endothelzellen 
Der Hoden besitzt im Gegensatz zu anderen Geweben eine sehr hohe endotheliale „turnover“-Rate. Dies 
bedeutet einen ständigen Umbau der testikulären Blutgefäße (COLLIN u. BERGH 1996). Der hohe 
metabolische Umsatz durch die Produktion von Steroidhormonen und der Spermatogenese ist 
möglicherweise eine Erklärung für diese starke Endothelzellproliferation/-umsatz (LECOUTER u. 
FERRARA 2002).  
2.4.5.1.2 Leydig-Zellen 
Verschiedene Autoren zeigten, dass in den Leydig-Zellen von Ratten (COLLIN u. BERGH 1996, AI et 
al. 2008) und Mäusen (ANAND et al. 2003) VEGF A (COLLIN u. BERGH 1996, ANAND et al. 2003, 
AI et al. 2008), aber auch VEGF-R1 (KORPELAINEN et al. 1998, AI et al. 2008), synthetisiert werden. 
Auch VEGF-R2 wird durch Leydig-Zellen von Mäusen exprimiert (KORPELAINEN et al. 1998). 
Leydig-Zellen können die vaskuläre Permeabilität auf direktem Wege, durch Sekretion von VEGF A 
oder Entzündungsmediatoren, oder indirekt durch eine gesteigerte Endothelzellproliferation erhöhen 
(COLLIN u. BERGH 1996).  
2.4.5.1.3 Sertoli-Zellen 
Die Sertoli-Zellen von Ratten weisen eine Expression von VEGF A auf (AI et al. 2008). Sie sind in der 
Lage, die Proliferation von Endothelzellen direkt über diverse Zytokine zu stimulieren (FAN et al. 2011) 
und haben ebenso einen indirekten proliferativen Effekt auf die Endothelzellen, indem sie die 




2.4.5.2.1 VEGF A/ VEGF-R2 
VEGF A ist an der Entwicklung der hohen Gefäßdichte im Hoden, insbesondere an der Strangbildung, 
beteiligt (BALTES-BREITWISCH et al. 2010). Eine Ischämie erhöht die Expression von VEGF A und 
VEGF-R1 im Rattenhoden überwiegend in den Endothel- und Keimzellen (HASHIMOTO et al. 2009). 
Infolge von Hypoxie kann VEGF A in den Leydig-Zellen von Mäusen wiederum die Proliferation und 
die Testosteronfreisetzung fördern (HWANG et al. 2007). Die VEGF-Expression durch die Leydig-
Zellen wird in diesem Zusammenhang durch Gonadotropine über den cAMP-gesteuerten Proteinkinase-
Weg stimuliert (ANAND et al. 2003).  
Die VEGF A-Expression in Testikeln von Ratten wird ebenfalls durch eine hormonelle Stimulation (mit 
hCG als LH-hAgonist) erhöht. Nach hCG-Gabe fördert VEGF A über den VEGF-R2 die Endothel-
zellproliferation sowie die Gefäßpermeabilität im Hoden von Ratten (HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et 
al. 2003, HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et al. 2004). Der VEGF-R2 konnte auch in Rattenhoden 
nachgewiesen werden (LOVELAND et al. 1993). Beim Reh konnten jahreszeitliche Schwankungen in 





2.4.5.2.2 Ang2/ Tie2 
HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et al. (2003) beobachteten eine Ang1-, Ang2- und Tie2-Expression in 
unbehandelten Hoden von Ratten in allen Gefäßen, wobei die Intensität von Ang2 in Arterien am 
höchsten ist und in Kapillaren sowie postkapillären Venolen am niedrigsten. Im Rahmen ihrer Studie 
zeigten die Autoren, dass durch Ang2-Injektion im Rattenhoden die Endothelzellproliferation und die 
Bildung interstitieller Spalträume stimuliert werden (HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et al. 2003). Die 
Expressionsintensität von Ang2 steigt in diesem Zusammenhang allerdings durch hCG-Stimulation 
besonders in Kapillaren und postkapillären Venolen an, während die Ang1- und Tie2-
Expressionsintensität durch hCG nicht beeinflusst wird (HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et al. 2003).  
2.4.5.2.3 Sonstige Faktoren 
In Drüsen steroider Gewebe wie dem Hoden von Primaten konnte ein weiterer pro-angiogener 
endothelspezifischer Faktor, der endocrine-gland-derived vascular endothelial growth factor, 
nachgewiesen werden, der nicht zur VEGF-Familie gehört (LECOUTER u. FERRARA 2002, 
FERRARA et al. 2004). Dieser basische Faktor bewirkt ebenfalls die Entstehung von Fenestrationen in 
Endothelzellen, allein oder in Kombination mit dem VEGF. Diese Drüsen scheinen somit einen 
hochspezifischen, lokalen Mechanismus entwickelt zu haben, um die Wirkung des VEGF-Systems zu 
verfeinern und auszubauen (LECOUTER u. FERRARA 2002, FERRARA et al. 2004). 
 
2.5 Anabol-androgene Steroide 
2.5.1 Pharmakologie 
Androgene gehören, neben den Gestagenen und Östrogenen, zu den Sexualsteroidhormonen. Der 
Begriff „androgen“ bezeichnet natürliche und synthetische Stoffe, die die Entwicklung und die 
Ausprägung männlicher Merkmale beeinflussen (MEADEN u. CHEDRESE 2009).  
In Abhängigkeit von der Anzahl der C-Atome werden verschiedene Gruppen der Steroide 
unterschieden: Progesteron (Gelbkörperhormon) ist ein C21-Steroid, Testosteron ist ein C19-Steroid und 
Östrogene wie Östradiol-17β sind C18-Steroide (KROKER 2010, EBERT et al. 2010). 
Der Begriff „anabol“ beschreibt eine positive Stickstoff-Retention aus dem Proteinstoffwechsel 
(KOCHAKIAN 1976, SNOW 1993). Es gibt natürliche und synthetisch hergestellte Hormone. Die 
anabole Wirkung (vgl. Kap. 2.5.2, S. 25 f.) von anabol-androgenen Steroiden wurde erstmals in den 
1930ern entdeckt. Das erste synthetisch hergestellte anabol-androgene Steroid war 19-Nortestosteron 
(Nandrolon) in den frühen 1950ern (SNOW 1993, TEALE u. HOUGHTON 2010). In den frühen 
1960ern begann der Einsatz anaboler Steroide bei Pferden und wurde zu einem wichtigen Teil des 
Trainings. In den 1970er-Jahren wurden in Europa androgene anabole Steroide verboten, in Australien 
1988 (SNOW 1993).  
2.5.1.1 Biosynthese 
Die Androgenbiosynthese erfolgt in den Hoden, den Nebennieren, den Ovarien sowie in der Plazenta 
(TEALE u. HOUGHTON 2010). Das wichtigste synthetisierte Androgen ist Testosteron. Zu 80 % wird 
es in den Leydig-Zellen des Hodens gebildet (KROKER 2010). Daher ist die Konzentration von Testos-
teron in der interstitiellen Flüssigkeit im Hoden deutlich höher als die im peripheren Blut (AMANN 




Androstendion und Dihydroepiandrostendion zusammen, welche ebenfalls im Hoden gebildet werden 
(KROKER 2010). Der Testosteronsyntheseweg ist in Abb. 2.14, S. 23 dargestellt. 
Die Enzyme der Gewebe bestimmen, welche Steroide über welche Zwischenschritte synthetisiert 
werden. So kann beispielsweise im ZNS ein Androgen in Östrogen und in den akzessorischen 
Geschlechtsdrüsen Testosteron in Dihydrotestosteron umgewandelt werden (EBERT et al. 2010).  
Die Steroidsynthese beginnt mit der Umwandlung von Cholesterol zu Pregnenolon in den 
Mitochondrien (MEADEN u. CHEDRESE 2009, EBERT et al. 2010, LIEBICH 2010a, AMANN 2011). 
Dabei stammt Cholesterol entweder aus den Low-Density-Lipoproteinen (Lipoproteine niederer Dichte) 
aus dem Blut oder wird neu synthetisiert (AMANN 2011). Pregnenolon wird zum glatten 
endoplasmatischen Retikulum transportiert, in welchem weitere Enzyme vorhanden sind (AMANN 
2011). Testosteron kann aus Pregnenolon über zwei Wege gebildet werden (vgl. Abb. 2.14): den ∆5-
Weg über Dehydroepiandrosteron und ∆5-Androstendiol sowie den ∆4-Weg über Progesteron, 17α-
Hydroxyprogesteron und ∆4-Androstendion (EBERT et al. 2010, AMANN 2011). Androstendion wird 
durch Reduktion der 17-Ketogruppe in Testosteron umgewandelt (PETRIDES 2007). Welcher Weg 




Abb. 2.14: Schematische Darstellung der Testosteronsynthese in der Leydig-Zelle und seine Um-
wandlung in der Sertoli-Zelle [modifiziert nach PETRIDES (2003) sowie MEADEN u. CHEDRESE 
(2009)] 
Die Ziffern eins bis sieben stehen für die jeweiligen Enzyme: 1=Cytochrom-P450-side chain cleavage, 
2=17α-Hydroxylase, 3=C17-C20-Lyase, 4=17β-Hydroxysteroid-Dehydrogenase, 5=3β-Hydroxysteroid-





2.5.1.2 Umwandlung von Testosteron 
Testosteron kann durch Oxidation und Reduktion in 600 verschiedene Steroide umgewandelt werden 
(KOCHAKIAN 1993). Es wird durch Reduktion in 5α-Dihydrotestosteron bzw. durch Aromatisierung 
(Reduktion an C17) in Östradiol-17β umgewandelt (vgl. Abb. 2.14) (AURICH 2009, KROKER 2010, 
EBERT et al. 2010, GUDERMANN 2013) .  
Das Enzym Cytochrom-P450-Aromatase, welches für die Biosynthese von Östrogenen notwendig ist 
(PETRIDES 2007), befindet sich im Hengsthoden in den Leydig-Zellen (EISENHAUER et al. 1994). 
Nach AMANN (2011) ist man sich bis heute nicht sicher, ob die Östrogene in den Leydig-Zellen, 
Sertoli-Zellen oder in einer anderen Komponente des Hodens produziert werden.  
Das eigentlich biologisch aktive Androgen ist 5α−Dihydrotestosteron als reduzierte Form des 
Testosterons (EBERT et al. 2010, GUDERMANN 2013). Die biologische Aktivität des Testosterons 
verbessert sich um etwa das zweieinhalbfache durch die Reduktion zu 5α-Dihydrotestosteron 
(KOCHAKIAN 1993, PETRIDES 2007). 
Bisher gelang es nicht, nur anabol oder nur androgen wirksame Steroide zu entwickeln, es kann 
lediglich eine der beiden Funktionen dominieren, daher auch die Bezeichnung anabol-androgenes 
Steroid (SNOW 1993, KOCHAKIAN 1993, AMMON 2000, KICMAN 2008, KROKER 2010). Durch 
Einführung einer Doppelbindung zwischen C1 und C2 und eine Methylierung an C1 kann eine vermehrt 
anabole Wirkung erzielt werden (AMMON 2000, KROKER 2010). Wird am Testosteronmolekül die 
Methylgruppe am C10 des Steroidrings durch ein Wasserstoffatom ersetzt, so entsteht 19-Nortestosteron 
(Nandrolon) mit einer vermehrt anabolen und vermindert androgenen Wirkung (KROKER 2010). Beim 
Pferd kann dieses Hormon in der Follikelflüssigkeit und im Urin nachgewiesen werden, so dass die 
Annahme besteht, dass es endogen aus Testosteron gebildet wird (KROKER 2010).  
Am häufigsten werden bei Pferden Boldenon (Einführung einer zweiten Doppelbindung in Ring A), 
Stanozolol (Angliederung eines Pyrrazolrings an Ring A), Nandrolon (Ersatz der Methylgruppe an C10 
durch ein Wasserstoffatom) und Methandriol angewendet (SNOW 1993, TEALE u. HOUGHTON 
2010).  
2.5.1.3 Pharmakokinetik 
Die Plasmakonzentration von Testosteron liegt beim Hengst i.d.R. bei mindestens 25 pg/ml 
(ZINGREBE 2010, SOMA et al. 2012). 98 % des im Blut vorkommenden Testosterons sind an 
Plasmaproteine (Albumine und sexualhormonbindendes Globulin) gebunden und damit biologisch 
inaktiv (PETRIDES 2007, AURICH 2009, GUDERMANN 2013). Durch diese Proteinbindung wird die 
Wasserlöslichkeit verbessert. Steroide können nur in nicht-gebundener Form in die Zelle gelangen 
(EBERT et al. 2010). Die Halbwertzeit von Testosteron beträgt ca. zehn Minuten (KROKER 2010, 
EBERT et al. 2010). Es weist bei oraler Aufnahme aufgrund des hohen First-Pass-Effektes keine 
relevante Bioverfügbarkeit auf. Durch Veresterung des Testosterons kann der Effekt verbessert werden, 
wobei Testosteronpropionat die stärkste Wirkung aufweist (KOCHAKIAN 1976). Eine Veresterung der 
OH-Gruppe an C17 mit einer längerkettigen Fettsäure (z.B. Undecanoat bestehend aus 11 C-Atomen) 
bewirkt, dass nach oraler Aufnahme unter Umgehung der Leber über das Lymphsystem die Blutbahn 
erreicht und somit die biologische Wirksamkeit und Halbwertzeit erhöht werden kann (KROKER 2010, 
EBERT et al. 2010). So wird die Aktivität auf etwa einen Monat verlängert (SNOW 1993). Die Länge 






Androgene sind hydrophob (lipophil) und können somit Zellmembranen passieren. Testosteron und 
Dihydrotestosteron binden an den Androgen-Rezeptor im Zytoplasma der Zelle (EBERT et al. 2010, 
GUDERMANN 2013). Dieser Rezeptor ist in Hoden reifer Hengste im Nukleus von Leydig- und 
Sertoli-Zellen sowie peritubulären Muskelzellen und in Hoden unreifer Hengste im Zytoplasma von 
Leydig-Zellen nachweisbar (BILINSKA et al. 2004, BILINSKA et al. 2005). Der Hormon-Rezeptor-
Komplex bindet nach Transport in den Zellkern an rezeptorspezifische Promoterbereiche der DNA und 
induziert die mRNA-Synthese. Die mRNA führt im Zytoplasma zur Synthese von Proteinen, die für die 
spezifische Hormonwirkung notwendig sind (KICMAN 2008, EBERT et al. 2010). Die „second 
messenger“-Signaltransduktion dauert Sekunden bis wenige Minuten, die Genom-Aktivität benötigt 
etwa 30 bis 60 Minuten (KICMAN 2008). Synthetische anabole Steroide haben eine geringere Affinität 
zum Androgenrezeptor in den Geschlechtsorganen, daher besitzen sie auch eine geringere androgene 
Wirkung (SNOW 1993). 
2.5.1.5 Metabolismus und Abbau 
Der Abbau von Testosteron erfolgt in zwei Phasen. In der Phase I entstehen die Metabolite, in Phase II 
erfolgt die Konjugation (DUMASIA u. HOUGHTON 1984, SNOW 1993). Die Konjugation 
(enzymatische Kopplung mit Schwefelsäure oder Glucuronsäure) findet in der Leber, der Niere oder 
dem Zielorgan statt. Die Metabolite werden so inaktiviert. Durch die Kopplung erhöht sich die 
Wasserlöslichkeit und die Metabolite können über Harn und Kot ausgeschieden werden (SNOW 1993, 
EBERT et al. 2010, TEALE u. HOUGHTON 2010).  
Während einer Studie wurde die Exkretion von radioaktiv markiertem Testosteron im Urin von Pferden 
nach intramuskulärer Applikation untersucht (HOUGHTON u. DUMASIA 1979). Etwa 50 % werden 
innerhalb von 200 Stunden ausgeschieden, 40 % sogar in den ersten 60 Stunden. Die Exkretion von 
Testosteron erfolgt vermutlich nach Sulfatierung (HOUGHTON u. DUMASIA 1979, DUMASIA u. 
HOUGHTON 1981). Es konnten folgende Metabolite im Urin nachgewiesen werden: 17α-
Androstendiol, 17β-Androstendiol und Androstenon (HOUGHTON u. DUMASIA 1979). Bei 
Nortestosteron steht in der Phase II die Glucuronidierung (53 bis 59 %) im Vordergrund (DUMASIA u. 
HOUGHTON 1984).  
 
2.5.2 Wirkungen der anabol-androgenen Steroide 
Die AAS haben eine vielfältige Wirkung. In einigen Geweben wirkt Testosteron als solches, in anderen 
Geweben wiederum kommt eine Wirkung erst durch die Metabolite (vgl. Kap. 2.5.1, S. 22 ff.) des 
Testosterons zustande. 
2.5.2.1 Hengsttypisches Aussehen 
Anabol-androgene Steroide spielen in der Entwicklung während der Embryogenese eine entscheidende 
Rolle, wobei sich männliche Geschlechtsorgane unter Anwesenheit von Androgenen differenzieren 
(HANNEMA u. HUGHES 2007). Die fetalen Hoden produzieren Testosteron, welches zu 5α-
Dihydrotestosteron metabolisiert wird (MEADEN u. CHEDRESE 2009). Anabol-androgene Steroide, 
v.a. Testosteron, beeinflussen das hengsttypische Aussehen durch anabole Effekte auf den Protein- und 
Nukleinsäurestoffwechsel (O'CONNOR et al. 1973, MARTINI et al. 1990, AURICH 2009, EBERT et 
al. 2010, GUDERMANN 2013) und sind für die Ausbildung der Geschlechtsmerkmale verantwortlich 




(MOORADIAN et al. 1987, SNOW 1993, KOCHAKIAN 1993). Androgene beeinflussen Wachstums-
prozesse (Zunahme von Körpergewicht und –größe) und den Schluss der Epiphysenfugen im Knochen 
bei jungen Tieren (SNOW 1993, KICMAN 2008, EBERT et al. 2010). GUDERMANN (2005) schreibt 
diese Funktion allerdings dem Östradiol zu. Der protein-anabole Effekt spiegelt sich in einer positiven 
Stickstoffbilanz wider und äußert sich in einer geringeren Harnstoffproduktion und –exkretion 
(KOCHAKIAN 1976). Zudem werden Elektrolyte wie Natrium, Kalium, Chlorid und Phosphat sowie 
Wasser zurückgehalten (KOCHAKIAN 1976, SNOW 1993, KOCHAKIAN 1993, EBERT et al. 2010), 
welche für die Synthese neuer Organstrukturen benötigt werden (KOCHAKIAN 1993). 
2.5.2.2 Hengsttypisches Verhalten 
Androgene fördern über ihre Wirkung im zentralen Nervensystem die Ausbildung des typischen 
Hengstverhaltens (AURICH 2009), wie z.B. aggressives Verhalten gegenüber männlichen Artgenossen 
und das Ausüben von Rangkämpfen (SNOW 1993, AURICH 2009). Androgene stimulieren ebenso das 
Fortpflanzungsverhalten (AURICH 2009, EBERT et al. 2010). Nach AURICH (2009) besteht jedoch 
kein Zusammenhang zwischen der Ausprägung des Geschlechtsverhaltens und der absoluten 
Testosteronkonzentration im Blut. 
2.5.2.3 Spermatogenese 
Die männlichen Steroide nehmen Einfluss auf die Spermatogenese (AURICH 2009, EBERT et al. 
2010), wobei FSH und Testosteron auf das Tubulusepithel wirken. FSH initiiert die Spermatogenese und 
Testosteron hält diesen Prozess aufrecht (PETRIDES 2007).  
Bei erhöhter Aufnahme in den Organismus hemmen endogene wie auch exogene Androgene die 
Funktion der Hypophyse über einen negativen Feedback-Mechanismus (vgl. Kap. 2.1.4, S. 4 ff.), also 
sowohl die LH- (und damit auch die endogene Testosteronfreisetzung) als auch die FSH-Ausschüttung, 
so dass sie dadurch auch zu einer Inhibition der Spermatogenese führen (SQUIRES et al. 1982, EBERT 
et al. 2010). Eine Hodenatrophie kann ebenfalls nachgewiesen werden (NAGATA et al. 1999, 
TAKAHASHI et al. 2004, ZINGREBE 2010, EBERT et al. 2010). Diese Effekte sind jedoch reversibel 
(ZINGREBE 2010, EBERT et al. 2010). 
2.5.2.4 Akzessorische Geschlechtsdrüsen 
Die Funktion der samenleitenden Wege einschließlich der akzessorischen Drüsen wird durch AAS 
gesteuert (KLUG 1982, EBERT et al. 2010), wobei in diesen Lokalisationen Dihydrotestosteron das 
wirksamste Androgen darstellt (MOORADIAN et al. 1987, MARTINI et al. 1990, GUDERMANN 
2013). Bei Tieren, insbesondere Ratten, kann eine Prostatahypertrophie infolge einer erhöhten 
Steroidzufuhr nachgewiesen werden (TAKAHASHI et al. 2004, EBERT et al. 2010). 
2.5.2.5 Hämatopoetisches System 
Testosteron stimuliert das hämatopoetische System (MOORADIAN et al. 1987, GUDERMANN 2013). 
Es beeinflusst die Erythropoese positiv, indem es die Freisetzung von Erythropoietin aus der Niere 
fördert (SNOW 1993, EBERT et al. 2010). Der Erythropoietin-Level sinkt mit zunehmender androgener 
Steroid-Applikation (TAKAHASHI et al. 2004). 
2.5.2.6 Weitere Effekte 
Auf einige androgensensitive Gewebe wie Herz, Leber, Nieren, Speicheldrüsen, Harnblase und Larynx 
(KOCHAKIAN 1993) wirken sowohl Dihydrotestosteron als auch Testosteron gleichermaßen 




Applikation, haben ein hepatotoxisches Potential und können zu Adenomen und Karzinomen in der 
Leber führen (SNOW 1993). Im Rattenherz kommt es zu Myokard- und Perikardfibrosen, Irregularität 
der Myofibrillen und vakuolärer Degeneration (TAKAHASHI et al. 2004). In den Nieren von Ratten 
kann eine numerische Atrophie des Tubulusepithels beobachtet werden sowie teilweise Hämorrhagien in 
den distalen Tubuli (TAKAHASHI et al. 2004).  
 
2.5.3 Doping 
Der Begriff „Doping“ bezeichnet die Verabreichung von Substanzen bei Mensch und Tier, um die 
Leistungsfähigkeit bei sportlichen Wettkämpfen zu beeinflussen (KLUGE u. UNGEMACH 2006). Laut 
§ 93 der Trabrennordnung des Hauptverbandes für Traberzucht e.V. (Fassung vom 01.03.2011) darf 
kein Pferd am Renntag in seinem Gewebe, seinen Körperflüssigkeiten oder seinen Ausscheidungen ein 
nicht erlaubtes Mittel aufweisen. In den drei großen nationalen Pferdesportverbänden Deutsche 
Reiterliche Vereinigung (FN), Hauptverband für Traberzucht (HVT) und Direktorium für Vollblutzucht 
und Rennen (DVR) sowie in der Fédération Equestre International (FEI) auf internationaler Ebene zählt 
Testosteron zu den „Substanzen mit Grenzwerten“ (Wallach: ≤ 0,02 µg/ml Urin, Stute: ≤ 0,055 µg/ml 
Urin), Anabolika bzw. anabole Steroide zählen zu den „nicht erlaubten Substanzen“ (Doping-
Substanzen) (KLUGE u. UNGEMACH 2006, EMMERICH et al. 2008).  
 
2.5.4 Beeinflussung der Angiogenese durch anabol-androgene Steroide 
In mehreren Studien konnte ein positiver Effekt von Androgenen auf die Angiogenese in 
Geschlechtsorganen von männlichen Tieren nachgewiesen werden. Auch in anderen Organen von 
diversen Tieren, wie z.B. in der menschlichen Prostata und im Präputium sowie im Stimmzentrum von 
Singvögeln, wurde die androgenabhängige Stimulation der Angiogenese untersucht. 
2.5.4.1 Einfluss von AAS auf die Vasomotion 
Die glatten Muskelzellen der Blutgefäße in den Hoden von Hengsten exprimieren den Androgenrezeptor 
(BILINSKA et al. 2004, BILINSKA et al. 2005). Durch die Wirkung von Androgenen an diesem 
Rezeptor in Arteriolen können sie den Blutfluss im Hoden lokal regulieren (Frequenz und Amplitude), 
wobei der exakte Mechanismus noch unklar ist (WELSH et al. 2010).  
Die Vasomotion im Hoden von Ratten wird durch Testosteron positiv beeinflusst (COLLIN et al. 1993). 
2.5.4.2 Einfluss von AAS auf Endothelzellen und endotheliale Progenitorzellen 
Endothelzellen aus männlichen Organismen, die in vitro mit Dihydrotestosteron behandelt werden, wei-
sen eine dosisabhängige Steigerung der angiogenen Prozesse (Migration, Proliferation, vaskuläre Tubu-
logenese) auf. Dieser Effekt kann bei Endothelzellen weiblicher Individuen nicht beobachtet werden 
(SIEVEKING et al. 2010). Dehydroepiandrosteron, 17β-Estradiol und Testosteron besitzen in vitro 
ebenfalls einen stimulierenden Effekt auf die Endothelzellproliferation (WILLIAMS et al. 2004). Bei 
hypogonadalen Männern mit reduzierten Serum-Testosteronwerten können, verglichen mit gesunden 
Männern, weniger zirkulierende endotheliale Progenitorzellen nachgewiesen werden, wobei eine An-
drogentherapie bei diesen Männern einen deutlichen Anstieg die Zellpopulation bewirkt (FORESTA et 
al. 2006). Testosteron scheint somit einen positiven Einfluss auf die Reifung und/oder Proliferation die-




pression von Androgenrezeptoren auf den endothelialen Progenitorzellen oder durch eine Umwandlung 
zu 17β-Estradiol mittels der P-450-Aromatase hervorgerufen (FORESTA et al. 2006).  
Der Einfluss von Testosteron bewirkt im männlichen Genitale von Ratten (u.a. Hoden und Prostata) 
nach einer kastrationsbedingten Regression einen Anstieg der Endothelzellzahl und führt zu einer 
Verdickung der Gefäßwand sowie zu größeren Gefäßlumina bis zu einer physiologischen Größe 
innerhalb von ein bis zwei Tagen (FRANCK-LISSBRANT et al. 1998).  
Testosteron stimuliert in vivo im Stimmzentrum von Singvögeln (Kanarienvögel) die Angiogenese und 
führt, histologisch nachweisbar, zu einem signifikant höheren mitotischen Index der Endothelzellen im 
Stimmzentrum (LOUISSAINT, JR. et al. 2002).  
2.5.4.3 Einfluss von AAS auf Kapillaren 
SIEVEKING et al. (2010) wiesen nach, dass die kapilläre Dichte in den Adduktor-Muskeln von Mäusen 
nach einer Kastration und herbeigeführter Ischämie in den Hintergliedmaßen sinkt, während sie nach 
einer Dihydrotestosteron-Behandlung wieder ansteigt. Der Gefäßdurchmesser ist nach einer Kastration 
ebenfalls vermindert, wobei eine anschließende Dihydrotestosteron-Behandlung nur sehr geringe 
erweiternde Effekte auf das Lumen hat (SIEVEKING et al. 2010). Somit besitzen endogene Androgene 
einen Einfluss auf die Ischämie-induzierte Angiogenese (SIEVEKING et al. 2010). 
Eine Orchidektomie von Mäusen senkt deutlich die Vaskularisierung in einem subkutan injizierten 
Matrigel plug, während eine post operationem durchgeführte Androgenbehandlung diesen Effekt wieder 
umkehren kann (SIEVEKING et al. 2010). Eine vergleichbare Wirkung wurde bei weiblichen Mäusen 
nach Ovariektomie nicht beobachtet (SIEVEKING et al. 2010). Vermutlich spielen die männlichen 
Hormone daher eine bedeutende Rolle in der Vaskularisierung von Organen (SIEVEKING et al. 2010). 
Eine Testosteronbehandlung stimuliert die Angiogenese mit Nachweis einer höheren Volumendichte der 
Blutgefäße in der Prostata von Ratten auch nach einer kastrationsbedingten Regression (FRANCK-
LISSBRANT et al. 1998, JOHANSSON et al. 2005).  
LOUISSANT, JR et al. (2002) beobachteten im Stimmzentrum von Singvögeln ein erweitertes Lumen, 
einen erhöhten Umfang sowie eine erhöhte Fläche der Kapillaren nach der Testosteronbehandlung. Die 
Anzahl der Gefäßanschnitte pro mm² weist keine Unterschiede zwischen der testosteronbehandelten und 
der Kontrollgruppe auf. Nach einer Behandlung der Endothelzellen mit verschiedenen Androgenen 
einerseits und VEGF A andererseits kann dargelegt werden, dass VEGF A als stärkstes Mitogen für die 
Endothelzellen agiert (LOUISSAINT, JR. et al. 2002). 
2.5.4.4 Einfluss von AAS auf die Expression angiogener Faktoren und Rezeptoren 
2.5.4.4.1 VEGF A und VEGF-Rezeptoren 
Durch eine In-vitro-Behandlung mit Dihydrotestosteron steigt sowohl die Produktion von VEGF A als 
auch die mRNA-Expression von VEGF-R1 und -R2 in den Endothelzellen an (SIEVEKING et al. 2010). 
Folglich wird der pro-angiogene Effekt der Androgene in vitro durch VEGF A über seine VEGF-
Rezeptoren vermittelt (SIEVEKING et al. 2010).  
In der Prostata von Ratten kann ebenfalls ein Anstieg der VEGF A-Aktivität nach einer Androgenbe-
handlung sowohl in vitro (Behandlung von prostatischen Epithelzellen mit Dihydrotestosteron) als auch 
in vivo (Behandlung mit Testosteron) festgestellt werden (SORDELLO et al. 1998). Auch FRANCK-
LISSBRANT et al. (1998) vermuten eine Synthese von angiogenen Faktoren im männlichen Rattengeni-
tale infolge einer Testosteronbehandlung bzw. eine Aktivierung endothelialer Rezeptoren für angiogene 
Faktoren. Des Weiteren kommt in Betracht, dass Testosteron die Produktion von angiogenen Inhibitoren 




RUDOLFSSON u. BERGH (2008) weisen ebenfalls eine erhöhte VEGF A-Expression in der Prostata 
von Ratten und Mäusen nach der Testosteronapplikation nach.  
Dihydrotestosteron stimuliert in vitro in menschlichen fetalen Fibroblasten der Prostata ebenfalls eine 
VEGF A-Expression und somit die Angiogenese (LEVINE et al. 1998). Im menschlichen Präputium 
konnte nach einer Testosteronbehandlung eine erhöhte Vaskularität (erhöhter Faktor VIII-Nachweis) 
und  im Vergleich zur Kontrollgruppe eine Abnahme von Kollageneinlagerungen festgestellt werden 
(STERN et al. 2004). Somit übt Testosteron einen positiven Einfluss auf die VEGF A-Expression und 
damit auf die Angiogenese aus. 
2.5.4.4.2 Angiopoitetine und Tie2 
Die Angiopoietin-Signalkaskade spielt ebenfalls eine wichtige Rolle in der Angiogenese und der 
Revaskularisierung der Prostata von Mäusen und Ratten nach einer Kastration, da eine Blockierung des 
Angiopoietin-Signals die Ausreifung der Blutgefäße hemmt (JOHANSSON et al. 2005). Die Ang1- und 
Tie2-Expression in der Prostata von Mäusen und Ratten sinkt infolge der Kastration und steigt durch 
eine anschließende Testosteronbehandlung wieder an (JOHANSSON et al. 2005). Es kann allerdings 
kein Effekt der Testosteronbehandlung auf die Ang2-Expression ermittelt werden (JOHANSSON et al. 
2005). 
2.5.4.4.3 Hypoxie/HIF-1α 
HWANG et al. (2007) konnten einen Zusammenhang zwischen der VEGF- und Testosteronproduktion 
in Leydig-Zellen von Mäusen und dem Vorliegen einer Hypoxie nachweisen. Infolge eines 
Sauerstoffmangels erfolgt demnach nicht nur eine Erhöhung der Leydig-Zellzahl, sondern auch eine 
Förderung der VEGF A-Freisetzung in den Leydig-Zellen. Hohe Dosen von VEGF A stimulieren 
wiederum die Testosteronproduktion. Eine Hypoxie beeinflusst somit die Leydig-Zellproliferation und 
die Testosteronfreisetzung in den Leydig-Zellen von Mäusen sowie die Produktion von VEGF A positiv 
(HWANG et al. 2007). Infolge einer Kastration und anschließender Testosteronbehandlung kann eine 
Gewebshypoxie in der Prostata von Ratten festgestellt werden, wodurch sich der Faktor HIF-1α erhöht 
und die Angiogenese stimuliert wird. Androgene können die HIF-1α-Expression über zwei mögliche 
Wege fördern: Stimulation des Metabolismus mit dem Ergebnis einer Hypoxie oder über die EGF-
Rezeptor-Tyrosinkinase-PI3K/Akt-Signalkaskade (HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON u. BERGH 2008). 
Auch SIEVEKING et al. (2010) wiesen einen Anstieg der HIF-1α-Expression im Muskel von Mäusen 
infolge einer Dihydrotestosteron-Behandlung nach. 
 
2.6 Morphometrie und Stereologie – Allgemeine Gesichtspunkte 
Unter dem Begriff Morphometrie (griech. Messung der Gestalt) können Techniken zusammengefasst 
werden, die Messungen an Strukturen ermöglichen. Eine der wichtigsten Techniken der Morphometrie 
ist die Stereologie. Unter Stereologie (griech.: Messung des Raumes) versteht man eine mathematische 
Methode, mit welcher man von einfachen Messgrößen einer Struktur, die in einer Anschnittsfläche 
erfasst werden, auf räumliche (dreidimensionale) Parameter dieser Struktur schließen kann (BURGER et 
al. 1988). 
Man kann nach BURGER (1988) vier verschiedene Methoden der Morphometrie in folgender 
Hierarchie unterscheiden: „Punktezählen“, „Interaktive Erfassung“, „Automatische Erfassung“ und 
„Vollautomatische Erfassung“. In der vorliegenden Arbeit wurden das Punktezählverfahren sowie die 




Das Punktezählverfahren wird auch Treffermethode genannt und ist die Methode der klassischen Stereo-
logie. Es wird ein regelmäßiges Gitternetz über den zu untersuchenden histologischen Schnitt bzw. mit-
tels einer Software virtuell über ein Bild gelegt (sog. Overlay) und die Punkte der sich kreuzenden 
Linien ausgezählt, die in der zu untersuchenden Struktur liegen (vgl. Abb. 2.15, S. 30). Diese Anzahl der 
Punkte wird anschließend durch die Anzahl der Punkte, die in der Referenzstruktur liegen, dividiert. Die 
Referenzstruktur ist das Gewebe, welches außerhalb der zu untersuchenden Struktur liegt. Der Vorteil 
der computergestützten Methode des Punktezählverfahrens ist die direkte Markierungsmöglichkeit der 
gezählten Trefferpunkte, allerdings müssen im Vorfeld digitale Bilder der histologischen Schnitte 
angefertigt werden. Mittels dieser Methode wird z.B. die Volumendichte eines Objektes oder die 




Abb. 2.15: Punktezählverfahren zur Berechnung der 
Volumendichte  




Die interaktive Erfassung erfordert eine Digitalisierung der histologischen Schnitte in Form von Bildern. 
In dem einzelnen Bild kann auf dem Digitalisiertablett jedes zu messende Objekt mittels einer 
Markervorrichtung umfahren werden (vgl. Abb. 2.16, 2.17 sowie Abb. 2.18, S. 31). Es werden dabei 
verschiedene Parameter erfasst, wie z.B. Länge der Umfahrung (=Umfang), eingeschlossene Fläche und 
Durchmesser. Die Messwerte sind geometrische Merkmale. Diese Methode ist eine deutliche 
Erweiterung des Punktezählverfahrens durch eine höhere Anzahl an Messparametern. Zudem zeigt sich 
eine geringere Messvarianz, eine bessere Reproduzierbarkeit der Einzelmessungen sowie eine 




Abb. 2.16:  
Markierung eines Objektes (dunkelgrau) mittels Markiervorrichtung 
(Pfeil) 
 
Abb.  2.17: 
Ermittlung der Länge der Umfahrung (entspricht dem Umfang) 









Ermittlung des Flächeninhalts (orange) eines Objektes nach 
Umfahrung (grün) 
 
Mit der automatischen Erfassung mit interaktivem Eingriff können zusätzlich zu den vorher bereits 
erwähnten geometrischen Merkmalen topologische und optische bzw. photometrische Merkmale 
gemessen werden, wie beispielsweise Zusammenhangs-, Abstands- und Umgebungsmaße, Verteilung 
von Bildpunktwerten (Pixel) innerhalb von Objekten, die optische Absorption oder der Grad der 
Anfärbung (BURGER et al. 1988). 
Bei der vollautomatischen Erfassung muss das Bildverarbeitungsprogramm aufgrund von 
Objektbeschreibungen, die in Form von Algorithmen und Relationen vorliegen, die Entscheidung über 
zu messende Objekte sowie deren Begrenzungen selbst treffen (BURGER et al. 1988). 
 
2.7  Fazit aus der Literatur bezogen auf die initiale Fragestellung der Arbeit 
Es existieren bereits einige Studien zur testikulären Angiogenese bei diversen Spezies, insbesondere bei 
Nagetieren. Es konnte mehrfach dargelegt werden, dass anabol-androgene Steroide wie Testosteron 
einen bedeutenden Einfluss auf die Vaskularisierung und Vasomotion im Hoden und in anderen 
Organen, wie z.B. der Prostata, besitzen. In verschiedenen morphometrischen Untersuchungen konnte 
eine Vermehrung der Blutgefäße in verschiedenen Geweben nach einer Applikation von anabol-
androgenen Steroiden festgestellt werden (vgl. Kap. 2.5.4, S. 27 ff.) In einer Studie an Hengsthoden 
(ZINGREBE 2010) wurden scheinbar vermehrt Blutgefäße in den Gonaden testosteronbehandelter Tiere 
verzeichnet. Daher stellt sich die Frage, ob die Beobachtungen, die bei anderen Tierarten hinsichtlich 
des Einflusses der Androgengabe auf die Vaskularisierung und die Angiogenese getroffen wurden, auch 
für das Pferd umsetzbar sind. 
Bisher existieren in der zugänglichen Literatur keine Angaben über einen Einfluss anabol-androgener 
Steroide auf die Angiogenese im Pferdehoden. Darüber hinaus ist bisher nicht bekannt, ob diesbezüglich 
möglicherweise nachweisbare Effekte reversibel sind. 
Das Ziel der vorliegenden Arbeit ist daher eine morphometrische Untersuchung von equinen Hoden 
nach systemischer Testosterongabe im Vergleich zu Testes unbehandelter Tiere hinsichtlich der Anzahl 
und Größe der Blutgefäße. Desweiteren wird der Einfluss von Testosteron auf die Angiogenese in den 
Hoden der behandelten und unbehandelten Tiere durch eine immunhistologische Darstellung ausgewähl-
ter angiogener Rezeptoren und Faktoren untersucht. 
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3 MATERIAL UND METHODEN 
3.1 Tiergut und Material 
ZINGREBE (2010) untersuchte die Auswirkungen von Durateston® auf peripubertäre Hengste 
insbesondere im Hinblick auf die Hodengröße, das Hodengewicht, die hormonelle Funktion des Hodens 
und die Spermatogenese. 
In der vorliegenden Arbeit wurden die Auswirkungen von Durateston® auf peripubertäre Hengste im 
Hinblick auf die Angiogenese anhand des durch ZINGREBE (2010) gewonnenen Materials untersucht.  
Es wurden 14 Hengste von Februar bis Juli 2006 in der Klinik für Pferde der Tierärztlichen Hochschule 
Hannover kastriert, wobei sieben der Hengste zuvor Durateston® erhielten (vgl. Kap. 3.1.3, S. 33). 
Das Niedersächsische Landesamt für Verbraucherschutz und Lebensmittelsicherheit Hannover 
genehmigte den gestellten Tierversuchsantrag gemäß § 8a des Tierschutzgesetzes in der Fassung vom 
25. Mai 1998 (BGBI. I. S. 1108) mit dem Aktenzeichen 33.42502 (ZINGREBE 2010). 
 
3.1.1 Versuchstiere 
Es standen 14 Junghengste im Alter von 24 bis 27 Monaten von einer Zuchtstation aus Norddeutschland 
zur Verfügung. Die Alters- und Gewichtsangaben je Hengst können der Tab. 9.3, S. 120 entnommen 
werden. Es handelte sich um oldenburgische und hannoversche Warmblutpferde. Die Auswahl der 
Pferde erfolgte zufällig, wobei die einzigen Bedingungen das Alter, das Geschlecht sowie die 
allgemeine und die Geschlechtsgesundheit waren. Alle Pferde wurden unter gleichen Bedingungen 
gehalten, gefüttert und aufgezogen und standen in Gruppenboxen auf Stroheinstreu. Die Tiere der 
Kontrollgruppe (n=7) hatten keinen Kontakt zu den Tieren der Versuchsgruppe (n=7). Die zweimalige 
Fütterung am Tag bestand aus Heu, Maissilage und Hafer in einer dem Alter und der Größe der Hengste 
entsprechenden Menge. Über zwei Selbsttränken pro Box stand den Pferden unbegrenzt Wasser zu 
Verfügung. Sie wurden regelmäßig gegen Tetanus und Influenza geimpft. Alle am Versuch 
teilnehmenden Hengste waren durch einen Transponder gekennzeichnet (ZINGREBE 2010). 
 
3.1.2 Gruppeneinteilung 
Die Einteilung der Versuchstiere erfolgte sowohl in der Arbeit von ZINGREBE (2010) als auch in der 
vorliegenden Arbeit in drei Gruppen (Kontrollgruppe, Versuchsgruppe 1, Versuchsgruppe 2) (vgl. Tab. 
3.1, S. 34). 
Die Kontrollgruppe umfasst sieben Tiere (Hengst 1 – 7). Diese Tiere wurden unter gleichen 
Bedingungen aufgezogen und gehalten wie die Tiere der Versuchsgruppe, jedoch nicht mit Anabolika 
behandelt (ZINGREBE 2010). 
Die Versuchsgruppe umfasst ebenfalls sieben Tiere (Hengst 8 – 14) und wurde mit dem anabolen 
Steroid Durateston® (Intervet, Buckinghamshire, England) behandelt (vgl. Abb. 3.1, S. 33). Es erfolgte 
wiederum eine Einteilung der Versuchsgruppe in zwei Gruppen (1 und 2) (ZINGREBE 2010). 
Die drei Tiere der Versuchsgruppe 1 (Hengst 8 – 10) wurden vier Wochen nach der letzten 
Anabolikaapplikation kastriert, während die Kastration der vier Tiere aus der Versuchsgruppe 2 (Hengst 
11 – 14) zwölf Wochen nach der letzten Anabolikaapplikation vorgenommen wurde (ZINGREBE 
2010). 
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3.1.3 Durateston®-Behandlung und Kastration 
Durateston® - Zusammensetzung: 
Im Versuch wurde das Präparat Durateston® (Intervet, Buckinghamshire, England) eingesetzt. Ein 
Milliliter Lösung enthält 104 mg Benzylalkohol als Konservierungsmittel und folgende 
Testosteronderivate: 
• Testosteronpropionat 6,0 mg 
• Testosteron-3-phenylpropionat 12,0 mg 
• Testosteron-4-methylpentanoat 12,0 mg 
• Testosterondecanoat 20,0 mg 
Aus den vier enthaltenen Testosteronestern wird Testosteron unterschiedlich schnell freigesetzt. Dies 
bedingt eine sofortige Wirkung, die für die Dauer von bis zu vier Wochen anhält. Das Präparat hat in 
Deutschland keine Zulassung für das Pferd. Es gibt keine vergleichbaren zugelassenen Präparate 
(ZINGREBE 2010). 
Dosierung und Behandlungsintervall: 
Die sieben Hengste der Versuchsgruppe wurden mit Durateston® behandelt. Jeder Hengst erhielt viermal 
im Abstand von je 21 Tagen (vgl. Abb. 3.1, Durateston®-Applikation 1.-4.) 10 ml des Präparates (60 mg 
Testosteronpropionat, 120 mg Testosteron-3-phenylpropionat, 120 mg Testosteron-4-methylpentanoat, 
200 mg Testosterondecanoat) intramuskulär injiziert. Die Injektion erfolgte abwechselnd in den jeweils 
rechten und linken Musculus semitendinosus (ZINGREBE 2010). 
Kastration: 
Die Kastrationen der Hengste der Versuchsgruppe 1 (Hengst 8-10) fanden vier Wochen, die der Hengste 
der Versuchsgruppe 2 (Hengst 11-14) zwölf Wochen nach der letzten Anabolika-Applikation statt (vgl. 
„Kastrationszeitpunkte“ in Abb. 3.1). Die sieben Hengste der Kontrollgruppe wurden zwischen der 10. 











Abb. 3.1: Schematische Versuchsabfolge der Versuchsgruppe [modifiziert nach ZINGREBE 
(2010)]:  
Die Durateston®-Applikation erfolgte zu Versuchsbeginn sowie nach 21, 42 und 63 Tagen. Drei 
Hengste der Versuchsgruppe wurden vier Wochen, vier Hengste zwölf Wochen nach der letzten 
Durateston®-Applikation kastriert. 
 
3.2 Probenentnahme und Probenaufbereitung 
3.2.1 Anatomische Präparation und Probenentnahme 
Unmittelbar nach der Kastration wurden die Hoden sagittal halbiert, im Abstand von 10 mm lamelliert 
und in toto in 4 %iger neutral gepufferter Formalinlösung fixiert. Anschließend erfolgte eine makrosko-
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pische Untersuchung der Hoden auf pathologisch-anatomisch feststellbare Veränderungen. Es wurden je 
Hoden drei repräsentative Gewebeproben entnommen (kranial, Mitte, kaudal; Lokalisation 1 bis 3 in 
Abb. 3.2) (ZINGREBE 2010). Die aus den drei Lokalisationen (kranial, Mitte, kaudal) entnommenen 
Proben des Hodens fixierten anschließend für 24 Stunden in 4 %iger neutral gepufferter Formalin-
Lösung. 
 
Tab. 3.1: Einteilung der Hengste und Probenanzahl [modifiziert nach ZINGREBE (2010)] 
 Hengste (n) Hoden (n) Postoperative Proben für die 
histologische Untersuchung (n) 
Kontrollgruppe 7 14 42 
Versuchsgruppe 1 3 6 18 Versuchs-
gruppe Versuchsgruppe 2 4 8 24 
 
 
Abb. 3.2: Schematische Darstel-
lung des rechten Hodens, Medi-
alansicht, die Ziffern (1 – 3) be-
zeichnen die Lokalisationen (kra-
nial (1), Mitte (2), kaudal (3)) der 
Gewebeprobenentnahme für die 
histologische Bearbeitung 
 
3.2.2 Histologische Präparation 
Die formalinfixierten Proben wurden nach Standardverfahren des Institutes für Veterinär-Pathologie der 
Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität Leipzig im Hypercenter XP (Fa. Shandon, Frankfurt) in 
Paraplast (Fa. Vogel, Gießen) eingebettet (ROMEIS 1989). Mittels Schlittenmikrotom (Fa. Reichert-
Jung, Wien, Österreich) erfolgte eine Anfertigung von 3–4 µm dicken Schnitten, welche anschließend 
mittels Hämalaun-Eosin-Färbung (H.-E.-Färbung) (SMOLLICH u. MICHEL 1992) angefärbt wurden. 
 
3.3 Lichtmikroskopische Untersuchungen 
Die lichtmikroskopische Untersuchung erfolgte mit einem Standardmikroskop (Fa. Olympus) unter 
Verwendung von 10er, 20er und 40er Objektiven. Es wurden von jedem Hoden der sieben Kontrolltiere 
sowie der sieben Versuchstiere jeweils drei H.-E.-gefärbte Präparate (Lokalisationen: kranial, Mitte, 
kaudal) mittels konventioneller Lichtmikroskopie untersucht (84 histologische Schnitte). 
 
3.4 Morphometrische und stereologische Untersuchungen 
3.4.1 TGF-α 
Mit dem transforming growth factor α (TGF-α) können sowohl die Endothelzellen der Blutgefäße als 
auch die Myozyten markiert werden (vgl. Abb. 3.3, S. 35). Somit können Blutgefäße aller Größen 
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gleichzeitig in voller Ausprägung der Tunica interna und Tunica media dargestellt werden, während 
nahezu alle weiteren Strukturen des Hodenparenchyms keine Reaktion mit dem verwendeten Antikörper 




Abb. 3.3: Darstellung der Blutgefäße des 
Hodens mittels TGF-α (braun) 
 
 
3.4.2 Angewendete Methoden der Morphometrie 
Zur morphometrischen Untersuchung der Angiogenese wurden in der vorliegenden Arbeit drei 
Parameter ermittelt: die Volumendichte VV der Blutgefäße insgesamt, die numerische Dichte NA, 
aufgeteilt nach der Blutgefäßgröße (vgl. Kap. 2.3, S. 8 ff.), und der Flächeninhalt der einzelnen 
Blutgefäßanschnitte, aufgeteilt nach der Blutgefäßgröße (vgl. Kap. 2.3, S. 8 ff.). Die Ermittlung des 
Lumendurchmessers dient der Einteilung der Blutgefäße nach ihrer Größe. 
Die Ermittlung dieser stereologischen Parameter erfolgte mittels digitaler Bildanalyse. An einem 
computergekoppelten Mikroskop (BH-2, Kamera DP12, Fa. Olympus Deutschland GmbH, Hamburg, 
Deutschland) wurden mit Hilfe der Software AnalySIS (Fa. Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, 
Münster, Deutschland) von jedem histologischen Präparat einer Hodenlokalisation zehn zufällig 
verteilte digitale Bilder in 100facher Vergrößerung erstellt. So konnten sowohl die kleinsten Blutgefäße 
(Kapillaren) als auch die größeren Blutgefäße (Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen) in die Analyse 
einbezogen werden. Aufgrund der zufälligen Verteilung der Bilder je Schnitt konnte eine 
Überschneidung oder Doppelzählung vermieden werden. 
 
Volumendichte VV 
Die Volumendichte (relatives Volumen in %) bezeichnet die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten eines 
interessierenden Objektvolumens innerhalb einer Referenzstruktur (BURGER et al. 1988). In der 
vorliegenden Arbeit wurde demnach der Anteil des Volumens der Blutgefäße am Gesamtvolumen 
Hoden untersucht. Das Verfahren zur Schätzung der Volumendichte ist nicht durch das Vorliegen von 
Anisotropie (Orientierung von Strukturen im Gewebe) beeinflusst (FILLUNGER 1935, WEIBEL et al. 
1966, BURGER et al. 1988). Nach dem Delesse’schen Gesetz kann die Volumendichte durch die 
Flächendichte geschätzt (WEIBEL et al. 1966) und mit dem Punktezählverfahren nach Glagoleff in 
Anlehnung an Delesse wie folgt berechnet werden (vgl. Kap. 2.6, S. 29 ff.): 
 
Pi/PT = PPi = AAi= VVi 
      (WEIBEL et al. 1966) 
Pi:        Schnittpunkte der Struktur i 
PT:       Anzahl der Testpunkte 
PPi:      Fraktion der Schnittpunkte in der Struktur i 
AAi:        Flächendichte der Struktur i im Schnitt 
VVi:     Volumenfraktion (Volumendichte) der Struktur i 
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Die Software AnalySIS (Fa. Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, Münster, Deutschland) ermöglich-
te das Erstellen eines sog. Overlay in Form eines regelmäßigen Punktegitters (21 x 16 Felder) mit 300 
Schnittpunkten, welches über dem zu untersuchenden Bild liegt (vgl. Abb. 3.4). Anschließend wurden 
die Punkte, die sich in der Wand oder im Lumen eines TGF-α–positiven Blutgefäßes befanden, gezählt 
und durch die Anzahl aller Schnittpunkte dividiert. Hierbei erfolgte keine Unterscheidung hinsichtlich 
des Blutgefäßtypes.  
Aus den zehn Bildern pro Hodenlokalisation wurde die jeweilige Schnittpunktzahl addiert und somit die 
Wahrscheinlichkeit für jede Hodenlokalisation einzeln ausgerechnet. Ebenso konnten die Werte für 




Regelmäßiges Punktegitter als Overlay an einem 
TGF-α–behandelten Schnitt zur Berechnung der 
Volumendichte mittels Punktezählverfahren 
 
Numerische Dichte NA 
Die numerische Dichte beschreibt nach WEIBEL et al. (1966) die Anzahl der Anschnitte des Objektes 
(in der vorliegenden Arbeit: Blutgefäße) pro Fläche Referenzstruktur (in der vorliegenden Arbeit: 
Hoden) und wird wie folgt berechnet (SCHLUE 2002, VOITH 2002): 
 
Anzahl der Blutgefäßanschnitte 
NA   = Anzahl der Messfelder x Messfläche des Einzelmessfelds 
 
 
Es wurden je Hodenlokalisation zehn Bilder/Messfelder ausgezählt, wobei die Messfläche des 
Einzelmessfelds bei 100facher Vergrößerung 0,428mm² beträgt. Die numerische Dichte der Blutgefäße 
wurde in n/mm² angegeben. Dabei erfolgte eine Unterscheidung nach der Blutgefäßgröße.  
 
Fläche der Blutgefäßanschnitte 
Die Erfassung der Fläche der einzelnen Blutgefäßanschnitte erfolgt mit der Software AnalySIS (Fa. 
Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, Münster, Deutschland) interaktiv (vgl. Kap. 2.6, S. 29 ff.). 
Dazu wurde jedes als Blutgefäß erkennbare Objekt (Darstellung mittels TGF-α) mit dem Mousecoursor 
umfahren. Es wurden somit das Lumen, das Endothel sowie die Myozyten in die Ermittlung der Fläche 
eines Blutgefäßanschnittes einbezogen. Die ausgegebenen Werte lagen in µm² vor. 
 
Lumendurchmesser 
Es wurde je Blutgefäßanschnitt der kleinste Lumendurchmesser ebenfalls mittels der Software AnalySIS 
(Fa. Olympus Soft Imaging Solutions GmbH, Münster, Deutschland) interaktiv erfasst. Er wird durch 
eine Linie festgelegt und ausgemessen (vgl. Abb. 3.5, S. 37). Die Ausgabe der Werte erfolgte in µm. 






Schema zur Messung des Lumendurchmessers (orange; Lumen: weiß) 
eines Blutgefäßes (Blutgefäßwand: grau) mittels Software, grau 
punktiert: Referenzstruktur 
 
3.4.3 Einteilung der Blutgefäße 
Die Blutgefäße wurden anhand der morphologischen Kriterien (vgl. Kap. 2.3, S. 8 ff.) und des 
gemessenen Lumendurchmessers ihrer Größe entsprechend gruppiert (PLENDL 2006). Gefäße mit mehr 
als drei Lagen Mediazyten und einem Lumendurchmesser von >50 µm gehören in die Gruppe der 
Arterien/Venen. Zur Kategorie der Arteriolen/Venolen zählten Gefäße mit weniger gleich drei Lagen 
Mediazyten und einem Lumendurchmesser von <50 µm. Zu den Kapillaren wurden Blutgefäße ohne 
Mediazyten bis einschließlich 10 µm Lumendurchmesser gezählt. 
 
3.5 Immunhistologische Untersuchungen 
3.5.1 Vorversuche 
Zur Etablierung der Methodik am Pferdehoden erfolgten Vorversuche für den Nachweis von folgenden 
Antikörpern: transforming growth factor α (TGF-α), vascular endothelial growth factor A (VEGF A), 
vascular endothelial growth factor receptor 2 (VEGF-R2, Flk-1, KDR), Angiopoietin2 (Ang2) und 
Angiopoietinrezeptor2 (Tie2). Die verwendeten Antikörper und Vorbehandlungsverfahren wurden 
anhand equiner Gewebeproben getestet und die optimale Antikörperverdünnung austitriert. 
3.5.2 Hauptversuche 
Eine immunhistologische Charakterisierung mit TGF-α erfolgte an allen drei Lokalisationen jedes 
Hodens (kranial, Mitte, kaudal). Eine immunhistologische Charakterisierung mit den 
Angiogenesemarkern (VEGF A, VEGF-R2, Ang2, Tie2) wurde exemplarisch an jeweils einer 
Lokalisation (kaudal) jedes Hodens vorgenommen. Hierfür wurden die in Tab. 9.27, S. 135 aufgeführten 
Primärantikörper verwendet. Die verschiedenen Verfahrensschritte der immunhistologischen 
Untersuchungen sind in Kap. 9.6, S. 135 ff. detailliert beschrieben. 
3.5.3 Immunhistologische Kontrollen 
Als Positivkontrollen wurden Gewebe des Pferdes (Granulationsgewebe) mitgeführt. Als 
Negativkontrolle dienten die jeweils mit den Kontrollseren (T1, Kaninchenserum) inkubierten Schnitte. 
3.5.4 Auswertung der immunhistologischen Untersuchungen 
Die Auswertung der immunhistologischen Reaktionen erfolgte semiquantitativ im Blindversuch. Als 
positiv wurden in der Schnittebene liegende, hell- bis dunkelbraune, feingranuläre Reaktionsprodukte 
gewertet, die in der entsprechenden Negativkontrolle nicht nachgewiesen werden konnten. 
Das infolge Blutabbaus in den Makrophagen liegende, eisenhaltige Pigment Hämosiderin wird auch in 
der Negativkontrolle als hellbraunes, granuläres Pigment nachgewiesen und kann somit eindeutig von 
einer positiven immunhistologischen Reaktion abgegrenzt werden. Ebenfalls als „negativ“ zu bewerten 
sind hellbraune, homogene, extrazelluläre Anfärbungen in Bereichen von Plasmainsudationen (Ödema-
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tisierung) innerhalb von Gewebeproben. Es wurden folgende Kriterien bei der Beurteilung berücksich-
tigt: 
 
A Lokalisation der Expression der verwendeten Antikörper im Hodenparenchym 
 - Tubuli seminiferi:  Basalmembran, Keimzellen (Spermatogonien/Spermien), Sertoli-Zellen 
 - Leydig-Zellen 
 - Stromazellen 
 
B Lokalisation der Expression der verwendeten Antikörper in den Blutgefäßen des Hodens 
 - Arterie/Vene:   Endothelzellen, Myozyten, Adventitia 
 - Arteriole/Venole: Endothelzellen, Myozyten, Adventitia (sofern vorhanden) 
 - Kapillare:   Endothelzellen 
Die postkapillären Venolen, die sich direkt an die Kapillaren anschließen, gleichen im Wandaufbau den 
Kapillaren (ÖZGEN et al. 1997). Daher ist eine eindeutige Unterscheidung mittels der Lichtmikroskopie 
nicht möglich. Im Folgenden wird daher unter dem Begriff Kapillaren die Gesamtheit der Kapillaren 
und postkapillären Venolen bzw. ihrer Endothelzellen verstanden, während der Begriff Venolen das 
Auftreten von Venolen mit bereits lichtmikroskopisch nachweisbaren glatten Muskelzellen (Myozyten) 
umfasst. 
 
C Lokalisation der Expression der verwendeten Antikörper innerhalb der Zellen einer Zellpopulation 
(Expressionsmuster) 
Das Expressionsmuster kann sich intrazytoplasmatisch (diffus, perinukleär, peripher), intranukleär 
und/oder membranös darstellen (vgl. Tab. 9.27, S. 135). 
 
D Prozentualer Anteil der positiv reagierenden Zellen innerhalb einer Zellpopulation  
 (untersuchte Zellpopulationen: vgl. A, B) 
Es wurde zu jeder Zellpopulation der Prozentsatz der positiv reagierenden Zellen geschätzt. 
 
- (+) + +(+) ++ ++(+) +++ 
0 %  
der Zellen 
positiv 
≤ 10 % 
der Zellen 
positiv 
11-20 %  
der Zellen 
positiv 
21-40 %  
der Zellen 
positiv 
41-50 %  
der Zellen 
positiv 
51-80 %  
der Zellen 
positiv 




E Expressionsintensität der verwendeten Antikörper innerhalb einer Zellpopulation  
 (untersuchte Zellpopulationen: vgl. A, B) 
- + ++ +++ 
negativ geringgradig positiv mittelgradig positiv hochgradig positiv 
keine Reaktion (schwach) hellbraun mittelbraun kräftig dunkelbraun 
 
Die Expressionsintensität kann sich hierbei schwach hellbraun bis kräftig dunkelbraun darstellen. 
 
3.5.5 Immunreaktiver Score 
Um eine quantitative Aussage über die Reaktionsergebnisse der Angiogenesemarker (VEGF A, VEGF-
R2, Ang2, Tie2, TGF-α) zu treffen, wurde der von ÖZGEN et. al. (1997) erstellte immunreaktive Score 
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(IRS) verwendet. Er setzt sich aus der subjektiven Schätzung der Expressionsintensität (SI-Werte) und 
dem prozentualen Anteil der immunopositiv reagierenden Zellen (PP-Werte) zusammen. 
Der Expressionsgrad kann je nach Intensität einer der vier Stufen für den SI-Wert (0 bis 3) zugeordnet 
werden. Der Prozentsatz positiver Zellen kann in fünf Stufen für den PP-Wert (0 bis 4) unterteilt werden 
(vgl. Tab. 3.2). 
 
Tab. 3.2: Zuordnung von Färbeintensität und SI-Wert (BURGER et al. 1988) 














Es wird nach folgender Formel vorgegangen: 









PPn •  max [ζ •  (SIn-1),1 }]  
 
n … Laufindex 
PP … Prozentsatz positiver Zellen 
ζ … Skalierungsfaktor, ζ =5 
SI … Färbeintensität (Staining Intensity) 
 
Durch Einsetzen der Zahlenwerte für ζ  und SIn ergibt sich folgende vereinfachte Darstellung: 
     IRS = 0,01 •  (PP2 + 5 •  PP3 + 10 •  PP4). 
Die IRS-Werte liegen zwischen null und zehn und ergeben sich aus dem Produkt des SI-Wertes 
(entsprechend der Färbereaktion) und dem Wert des zugeordneten Prozentsatzes positiver Zellen.  
Zeigen 100 % der Zellen einer Zellpopulation eine geringgradige Expression eines Faktors/ Rezeptors, 
so ist der IRS=1. Bei einer mittelgradigen Expression ist der IRS=5 und bei einer hochgradigen 
Expression ist der IRS=10. Die Auswertung der Färbereaktion erfolgte im Blindversuch mit Zuordnung 
zu den drei Intensitätsstufen [vgl. Kap. 3.5.4 (E), S. 38]. Der Prozentsatz positiver Zellen [vgl. Kap. 
3.5.4 (D), S. 38] wurde entsprechend den in Kap. 3.5.4 (A-C), S. 38 erwähnten Lokalisationen direkt 
ohne Kenntnis der Gruppenzuordnung geschätzt. Es schloss sich die Berechnung des IRS, ebenfalls 
ohne Kenntnis der Gruppenzuordnung, an. 
 
3.6 Statistische Auswertung 
Die statistische Auswertung erfolgte mit Hilfe von PASW 18 (SPSS Software-GmbH München). Die 
statistische Analyse wurde separat für die Parameter Volumendichte VV, numerische Dichte NA und 
Flächeninhalt im Rahmen der morphometrischen Analyse und für den Immunreaktiven Score im 
Rahmen der immunhistologischen Untersuchung vorgenommen. Zunächst erfolgte eine Überprüfung der 
Normalverteilung der Werte mit dem Kolmogorov-Smirnov-Test. Werte mit einer exakten Signifikanz 
größer als 0,4 (Irrtumswahrscheinlichkeit α* ≈ 40 %) werden als normal verteilt betrachtet. Im Falle des 
Vorliegens von Normalverteilung der untersuchten Werte wurde die Signifikanzprüfung mit dem T-Test 
bzw. der Einfaktoriellen Varianzanalyse vorgenommen. Bei Abweichung von der Normalverteilung 
erfolgte die Signifikanzprüfung mittels der nicht-parametrischen Tests. Als „statistisch signifikant“ 






Die Befunde der morphologischen Untersuchung sind zum Teil in Tabellenform dargestellt. 
4.1.1 Makroskopische Hodenbefunde der Kontrollhengste 
Die Gonaden der Kontrollhengste weisen eine Größe von 2,5 x 2,0 x 4,5 cm bis maximal 5,25 x 4,75 x 
8,5 cm auf. Das Gewicht eines Kontrollhodens liegt zwischen 22,1 g und 183,6 g ohne Nebenhoden 
bzw. zwischen 58,3 g und 239,9 g mit Nebenhoden. Die Angaben zu den einzelnen Hodengrößen und –
gewichten können der Tab. 9.4, S. 120 und der Tab. 9.5, S. 121 entnommen werden. Das Ausmessen 
und Wiegen der einzelnen Testikel wurde durch Frau Dr. med. vet. Zingrebe im Rahmen ihrer Studie 
vorgenommen (ZINGREBE 2010). 
Die rechte Keimdrüse des Hengstes 1 weist vorberichtlich klinisch eine Hodentorsion auf, wobei sich 
dieser makroskopisch ohne besonderen Befund darstellt. Hinsichtlich der Größe weist dieser Hoden 
keine Unterschiede verglichen mit den anderen Gonaden der Kontrollgruppe auf. Lediglich das Gewicht 
ist geringer als das der anderen Kontrollhoden.  
Der rechte Hoden des Hengstes 6 ist deutlich kleiner als der linke Testikel dieses Hengstes. Auch im 
Vergleich zu den übrigen Kontrollhoden weist dieser die kleinste Größe und das geringste Gewicht auf. 
Entsprechend der vorberichtlichen Angaben lag dieser Hoden „in der Tiefe“. Sonographisch erschien er 
„massiv und keine einzelnen Strukturen des Gewebes sind erkennbar“ (entsprechend den 
Aufzeichnungen von Fr. Dr. med. vet. Zingrebe). 
Sechs Hengste zeigen in den Hoden (n=9) frisches Blut im Skrotum und/oder im Hodenparenchym, 
welches mit hoher Wahrscheinlichkeit auf die prae operationem durchgeführten Hodenbiopsien 
zurückzuführen sind (ZINGREBE 2010). Die makroskopische Untersuchung erfolgte durch Fr. Dr. med. 
vet. Ellenberger im Institut für Veterinär-Pathologie der Universität Leipzig.  
 
4.1.2 Histologische Hodenbefunde der Kontrollhengste 
Eine Bilddokumentation der Befunde findet sich in Kap. 9.7.1.1, S. 139 ff. 
4.1.2.1 Allgemeine histologische Befunde der testikulären Strukturelemente 
Die Befunde der histologischen Untersuchung der testikulären Strukturelemente in den Kontrollhoden 
stimmen weitestgehend mit den Beschreibungen  in Kap. 2.1.2, S. 2 ff. überein. 
Die Testikel der Kontrollhengste, mit Ausnahme des rechten Hodens von Hengst 6, weisen eine aktive 
Spermatogenese auf (vgl. Abb. 9.1, S. 139). Das Keimepithel sowie die Leydig-Zellen sind ohne 
besonderen Befund. Dies trifft auch für den rechten Hoden des Hengstes 1 zu (vgl. Abb. 9.2, S. 139). In 
drei Gonaden können multifokal geringgradige interstitielle lymphoplasmazelluläre Infiltrate (vgl. Abb. 
9.3, S. 139) sowie in nahezu allen Hoden multifokal geringgradige akute Blutungen im Bereich der 
Biopsieentnahmelokalisationen (vgl. Abb. 9.4, S. 140) nachgewiesen werden. Vereinzelt werden Tubuli 
seminiferi mit einer Sertoli-cell-only-Morphologie beobachtet (vgl. Abb. 9.5, S. 140). Die Hodenkapsel 
stellt sich in allen Gonaden ohne besonderen Befund dar. 
Der rechte Hoden des Hengstes 6 weist eine verminderte Spermatogeneseaktivität auf (Abb. 9.6, S. 




Im linken Hoden des Hengstes 6 kann ebenfalls arealweise eine Atrophie des Keimepithels nachgewie-
sen werden (vgl. Abb. 9.7, S. 141). Vorberichtlich sind diesbezüglich keine Besonderheiten bekannt. 
 
4.1.2.2 Histologische Befunde der vaskulären Strukturen der Hoden 
Die histologischen Untersuchungsergebnisse zu der Vaskularisierung und Blutgefäßmorphologie in den 
Hoden der Kontrollgruppe stimmen weitestgehend mit den Angaben in Kap. 2.3, S. 8 ff. überein.  
Die Endothelzellen der Kapillaren, Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen sind langgestreckt und 
besitzen einen länglichen, hyperchromatischen Zellkern und wenig eosinophiles Zytoplasma (vgl. Abb. 
9.8, S. 141). Sie befinden sich anhand ihrer histomorphologischen Charakteristika in einem Ruhezustand 
(MÜLLER 2008). Bezogen auf die Gefäße in der Kontrollgruppe kann keine Dilatation und/oder 
Hyperämie nachgewiesen werden. 
 
4.1.3 Morphometrische und stereologische Befunde der vaskulären Strukturen in den Hoden 
der Kontrollhengste 
4.1.3.1 Volumendichte der Blutgefäße 
Die Volumendichte bezeichnet die Wahrscheinlichkeit, mit welcher die Blutgefäße im Hoden auftreten. 
In der Abb. 4.1 sind die Mittelwerte aus den einzelnen untersuchten Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, 
jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Kontrollhengst (1-7) dargestellt. Die detaillierten 
Einzelwerte für jede der untersuchten Lokalisationen können der Tab. 9.6, S. 121 entnommen werden. 
Die Werte innerhalb der Kontrollgruppe sind normalverteilt (α*=0,451). Die Signifikanzprüfung 
erfolgte mit dem T-Test und der Einfaktoriellen Varianzanalyse. 
Die Wahrscheinlichkeit, mit welcher die Blutgefäße im Hoden der unbehandelten Hengste auftreten, 
liegt durchschnittlich bei 3,185 % (s=1,496 %). Die Werte der einzelnen Lokalisationen der Hengste 
schwanken zwischen 1,20 und 7,37 %. Es gibt keine signifikanten Unterschiede zwischen den einzelnen 
Hengsten ebenso wie zwischen den Hodenseiten (p>0,05) oder den Hodenlokalisationen (p>0,05). 





























Abb. 4.1: Darstellung der 
mittleren Volumendichte in 





4.1.3.2 Numerische Dichte der Blutgefäße 
Die Numerische Dichte bezeichnet die Anzahl der Blutgefäßanschnitte je mm² Hoden. 
In der Abb. 4.2, S.  42 sind die Gesamtwerte für die Numerische Dichte der Arterien/Venen aus den 
einzelnen untersuchten Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) jedes 
Hengstes der Kontrollgruppe dargestellt. Die detaillierten Einzelwerte können der Tab. 9.7, S. 122 
entnommen werden. Sie sind nicht normalverteilt (α*=0,001), weshalb die Prüfung auf signifikante 
Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests erfolgte.  
Pro mm² Hoden können maximal 1,6338 Arterien-/Venenanschnitte nachgewiesen werden. Teilweise 
sind in einzelnen Lokalisationen keine Arterien-/Venenanschnitte vorhanden (vgl. Tab. 9.7, S. 122). Der 
Median liegt bei 0,2334 Arterien/Venen pro mm² Hoden (Perzentil 25: 0,2334/mm², Perzentil 75: 
0,4668/mm²). Es können jedoch keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hengsten der 
Kontrollgruppe bzw. zwischen den Hodenseiten oder den Hodenlokalisationen innerhalb der 
Kontrollgruppe festgestellt werden (p>0,05). Vergleichsweise hohe Werte weisen die Hengste 5 und 7 
(links kaudal) sowie Hengst 6 (rechts Mitte) auf (vgl. Tab. 9.7, S. 122).  
 
 
Abb. 4.2: Darstellung der Nume-
rischen Dichte der Arterien/ 
Venen in den Hengsthoden der 
Kontrollgruppe (Boxplots ent-
sprechend den Werten „Gesamt“ 
aus Tab. 9.7, S. 122); , o: Aus-
reißerwerte 
 
Die Abb. 4.3, S. 43 zeigt eine grafische Darstellung der Numerischen Dichte der Arteriolen/Venolen. 
Es sind die Gesamtwerte aus den einzelnen untersuchten Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils 
rechter und linker Hoden) aufgeführt. Die detaillierten Einzelwerte können der Tab. 9.8, S. 123 
entnommen werden. Sie sind nicht normalverteilt (α*=0,001), weshalb die Prüfung auf signifikante 
Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests erfolgte. 
Insgesamt ist eine mediane Numerische Dichte von 4,3179/mm² (Perzentil 25: 3,4427/mm², Perzentil 
75: 5,1932/mm²) nachweisbar. Das Minimum innerhalb der untersuchten Lokalisationen liegt bei 
0,4668, das Maximum bei 9,5695 Arteriolen/Venolen pro mm² Hoden. Auch hier lassen sich keine 
signifikanten Unterschiede zwischen den Hengsten innerhalb der Kontrollgruppe sowie zwischen den 
Hodenseiten oder den Hodenlokalisationen finden (p>0,05). Der rechte Hoden des Hengstes 6 weist 






Abb. 4.3: Darstellung der Nu-
merischen Dichte der Arterio-
len/Venolen in den Hengstho-
den der Kontrollgruppe (Box-
plots entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.8, S. 123); 
o: Ausreißerwert 
 
In der Abb. 4.4 sind die Gesamtwerte der Numerischen Dichte der Kapillaren dargestellt. Diese 
ergeben sich aus den einzelnen untersuchten Lokalisationen jedes Hengstes (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils 
rechter und linker Hoden). Die detaillierten Einzelwerte sind in der Tab. 9.9, S. 124 aufgeführt. Die 
Werte sind nicht normalverteilt (α*=0,001), weshalb die Prüfung auf signifikante Unterschiede mittels 
der nicht-parametrischen Tests erfolgte. 
 
 
Abb. 4.4: Darstellung der 
Numerischen Dichte der 
Kapillaren in den Hengsthoden 
der Kontrollgruppe (Boxplots 
entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.9, S. 124); 
: Ausreißerwert 
 
Bezüglich der Kapillaren kann eine mediane Numerische Dichte von 4,9015/mm² Hoden gemessen 
werden (Perzentil 25: 2,2757/mm² Hoden, Perzentil 75: 9,1027/mm² Hoden). Das Minimum liegt bei 0, 
das Maximum bei 18,6722 Kapillaranschnitten/mm² Hoden. Die Numerische Dichte innerhalb der 
Kontrollgruppe weist schwach signifikante (p=0,047) Unterschiede zwischen den Hodenlokalisationen 
auf. Die beiden Extremwerte der Numerischen Dichte der Kapillaren (Minimum: 0, Maximum 
18,6722/mm² Hoden) sind im rechten Hoden des Hengstes mit der Nummer 6 zu finden (vgl. Tab. 9.9, 
S. 124). Zwischen den rechten und linken Hoden sowie zwischen den einzelnen Kontrollhengsten 






4.1.3.3 Flächeninhalt der Blutgefäße 
Der Flächeninhalt jedes Blutgefäßanschnittes wurde ausgemessen. 
In der Abb. 4.5 sind die gemessenen Flächen der Arterien/Venen je Hengst dargestellt. Es handelt sich 
um die Gesamtwerte aus den einzelnen untersuchten Lokalisationen jedes Hengstes (vgl. Abb. 3.2, S. 
34, jeweils rechter und linker Hoden). Die detaillierten Einzelwerte sind in der Tab. 9.10, S. 125 
aufgeführt. Die Werte für den Flächeninhalt der Arterien/Venen sind nicht normalverteilt (α*=0,006). 
Die Prüfung auf signifikante Unterschiede erfolgte daher mit den nicht-parametrischen Tests.  
In der Kontrollgruppe zeigen die Anschnitte der Arterien/Venen (n=65) eine mediane Fläche von 
15.768,69 µm² (Perzentil 25: 9.965,60 µm²; Perzentil 75: 27.614,17 µm²). Der kleinste Anschnitt weist 
eine Fläche von 5.744,59 µm² auf und ist im linken Hoden (kaudal) des Hengstes 1 nachweisbar. Hengst 
4 zeigt im rechten Hoden (Mitte) den größten Anschnitt mit einer Fläche von 84.731,72 µm². In einigen 
Hoden ist in vereinzelten Lokalisationen kein Arterien-/Venenanschnitt nachweisbar (vgl. Tab. 9.10, S. 
125). Es bestehen keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hengsten sowie den Lokalisationen 
bzw. der Hodenseite innerhalb der Kontrollgruppe (p>0,05).  
 
 
Abb. 4.5: Darstellung des 
Flächeninhalts von 
Arterien/Venenan-schnitten in den 
Hengsthoden der Kontroll-gruppe 
(Boxplots entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.10, S. 125); , o: 
Ausreißerwerte 
 
In der Abb. 4.6, S. 45 sind die Gesamtwerte der Flächeninhalte der Arteriolen/Venolen aus den 
einzelnen untersuchten Lokalisationen jedes Hengstes (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker 
Hoden) grafisch dargestellt. Die detaillierten Einzelwerte sind in der Tab. 9.11, S. 126 aufgeführt. Die 
Werte für den Flächeninhalt der Arterien/Venen sind nicht normalverteilt (α*=0,006). Die Prüfung auf 
signifikante Unterschiede erfolgte daher mit den nicht-parametrischen Tests.  
In der Kontrollgruppe präsentieren sich die Arteriolen-/Venolenanschnitte (n=796) mit einer Fläche von 
mindestens 441,56 µm² und maximal 8.439,01 µm². Der größte Anschnitt kann im linken Hoden von 
Hengst 3 (Mitte) nachgewiesen werden. Hengst 1 weist im linken kranialen Hodenbereich den kleinsten 
Anschnitt auf. Der Median in der Kontrollgruppe liegt bei 1.313,50 µm² (Perzentil 25: 858,77 µm², 
Perzentil 75: 2.210,78 µm²). Die Flächeninhalte weisen keine Unterschiede zwischen den Hengsten der 
Kontrollgruppe auf (p>0,05). Es bestehen innerhalb der Kontrollgruppe signifikante Unterschiede 






Abb. 4.6: Darstellung des 
Flächeninhalts von Arteriolen-
/Venolenan-schnitten in den 
Hengsthoden der Kontrollgruppe 
(Boxplots entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.11, S. 126);  , o: 
Ausreißerwerte 
 
Abb. 4.7, S. 46 zeigt eine Darstellung der kapillären Flächen in den Hoden jedes Kontrollhengstes. Es 
handelt sich um die Gesamtwerte aus den einzelnen Lokalisationen jedes Hengstes (vgl. Abb. 3.2, S. 34, 
jeweils rechter und linker Hoden). Die detaillierten Einzelwerte sind der Tab. 9.12, S. 127 zu 
entnehmen. In der Kontrollgruppe sind die Werte für den Flächeninhalt der Kapillaren nicht 
normalverteilt (α*=0,006). Die Prüfung auf signifikante Unterschiede erfolgte daher mit den nicht-
parametrischen Tests.  
Die Kapillaren in den Hoden der Kontrollgruppe (n=1.028) sind durch eine mediane Fläche von 153,02 
µm² (Perzentil 25: 76,99 µm²; Perzentil 75: 324,15 µm²) gekennzeichnet. Den kleinsten 
Kapillaranschnitt zeigt Hengst 2 (linker Hoden, Mitte) mit einer Fläche von 9,13 µm². Hengst 1 weist im 
rechten Hoden (kranial) den größten Kapillaranschnitt innerhalb der Kontrollgruppe mit einem Wert von 
682,76 µm² auf.  
Die Flächeninhalte unterscheiden sich zwischen den Hoden der Kontrollgruppe hochsignifikant 
(p=0,000). Signifikante Unterschiede können auch zwischen den einzelnen Hodenlokalisationen 
gefunden werden (p=0,000). Es bestehen keine signifikanten Unterschiede zwischen den linken und 
rechten Hoden innerhalb der Gruppe (p>0,05). Es konnte im rechten kaudalen Hodenbereich von Hengst 






Abb. 4.7: Darstellung des Flächeninhalts 
von Kapillaranschnitten in den Hengsthoden 
der Kontrollgruppe (Boxplots entsprechend 
den Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.12, S. 127); 
o: Ausreißerwerte 
 
4.1.3.4 Zusammenfassung der morphometrischen und stereologischen Befunde der vaskulären 
Strukturen im unbehandelten Hengsthoden 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von 
Blutgefäßen in den Hoden der Kontrollgruppe bei 3,185 % (s=1,496 %) liegt.  
Arterien und Venen weisen eine Numerische Dichte von 0,2334/mm² Hoden auf und zeigen eine 
mediane Fläche von 15.768,59 µm² je Anschnitt. 
Pro mm² Hoden können etwa 4,3179 Arteriolen/Venolen nachgewiesen werden. Sie weisen eine 
mediane Fläche von 1.313,50 µm² je Anschnitt auf. 
Es können etwa 4,9015 Kapillaren/mm² Hoden nachgewiesen werden, die sich mit einer medianen 
Fläche von 153,02 µm² darstellen. 
 
4.1.4 Immunhistologische Hodenbefunde der Kontrollhengste 
Eine Übersicht zu den immunhistologisch untersuchten Zellpopulationen ist in Kap. 3.5.4, S. 37 f. auf-
geführt. Die Zellen innerhalb der Hoden der Kontrolltiere weisen ein unterschiedliches Expressionsmus-
ter auf. Grundsätzlich und unabhängig von der untersuchten Zellpopulation gilt für den Ergebnisteil, 
dass die angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 sowie der Wachstumsfaktor TGF-α diffus intrazy-
toplasmatisch und die Rezeptoren VEGF-R2 (Flk-1) und Tie2 diffus intrazytoplasmatisch und membra-
nös exprimiert werden. Abweichungen von diesem Expressionsmuster werden für die entsprechenden 
Zellen gesondert aufgeführt. Die Expressionsintensität sowie die Anzahl der positiv mit dem verwende-
ten Antikörper reagierenden Zellen sind variabel ausgeprägt. Es wurde der Immunreaktive Score für 




zum Teil in Tabellenform dargestellt. In Kap. 9.7.1.2, S. 141 ff. findet sich eine Bilddokumentation aus-
gewählter Befunde.  
 
4.1.4.1 Immunhistologische Befunde des Hodenparenchyms 
Die immunhistologischen Befunde des Hodenparenchyms sind sehr variabel ausgeprägt (vgl. Tab. 4.1, 
S. 48). Die IRS-Werte der Zellpopulationen im Hodenparenchym sind in der Kontrollgruppe nicht 
normalverteilt (α*<0,4), mit Ausnahme des Ang2 in Sertoli-Zellen (α*=0,497) sowie des Tie2 in 
Leydig-Zellen (α*=0,504). Die Prüfung der Signifikanzen erfolgte mittels des T-Tests bzw. der 
nichtparametrischen Tests. Hinsichtlich der IRS-Werte der untersuchten angiogenen Faktoren und 
Rezeptoren in den einzelnen Zellpopulationen liegen keine signifikanten Unterschiede zwischen den 
Hodenseiten vor (p>0,05).  
Die Stromazellen zwischen den Tubuli seminiferi zeigen nur vereinzelt eine geringgradige Expression 
von VEGF A (IRS=0,07), VEGF-R2 (IRS=0,07), Ang2 (IRS=0,10), Tie2 (IRS=0,79) und TGF-α 
(IRS=0,00). Bezogen auf Tie2 kann neben der diffus intrazytoplasmatischen und membranösen 
Verteilung teilweise auch ein nukleäres Expressionsmuster beobachtet werden. 
Die Tubulusmembran weist ebenfalls nur vereinzelt eine geringgradige Expression von VEGF A 
(IRS=0,57), VEGF-R2 (IRS=0,07), Ang2 (IRS=0,03), Tie2 (IRS=1,00) und TGF-α (IRS=0,24) auf.  
Die Keimzellen in den Hoden der Kontrollgruppe (vgl. Tab. 4.1, S. 48) weisen eine Koexpression von 
VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 auf, wobei die Anzahl der Antikörper exprimierenden Zellen sowie 
die Expressionsintensität variabel ausgeprägt ist. Während VEGF A und Tie2 von allen Keimzellen 
exprimiert werden, weisen lediglich 41 bis 50 % dieser Zellpopulation eine VEGF-R2 und 21 bis 40 % 
dieser Zellen eine Ang2-Expression auf. VEGF A und Tie2 werden mit einer gering- bis hochgradigen 
Intensität exprimiert, der IRS beträgt jeweils 4,08. Die Keimzellen, insbesondere die Spermien, 
exprimieren den VEGF-R2 mit einer gering- bis mittelgradigen Intensität (IRS=1,48), während sie eine 
geringgradige Expression des Ang2 aufweisen (IRS=0,43). Bezogen auf VEGF A und Tie2 kann neben 
der diffus intrazytoplasmatischen (und bei Tie2 membranösen) vereinzelt auch eine nukleäre und sehr 
vereinzelt eine intrazytoplasmatisch perinukleäre Verteilung beobachtet werden. Bezüglich Ang2 wird 
neben der diffus intrazytoplasmatischen teils auch ein intrazytoplasmatisch perinukleäres 
Expressionsmuster nachgewiesen. TGF-α wird von dieser Zellpopulation nicht exprimiert (IRS=0).  
Die Sertoli-Zellen der Kontrollhoden (vgl. Tab. 4.1, S. 48) zeigen eine Koexpression von VEGF A, 
VEGF-R2, Ang2 und Tie2, wobei die Anzahl der exprimierenden Zellen variabel ausgeprägt ist. 
Während VEGF A von allen Sertoli-Zellen exprimiert wird, sind lediglich 51-80 % dieser 
Zellpopulation durch eine VEGF-R2-, Ang2- und Tie2-Expression gekennzeichnet. Die Expression ist 
in diesem Zusammenhang gering- bis mittelgradig ausgeprägt, wobei bezogen auf VEGF-R2, Ang2 und 
Tie2 vereinzelt auch eine hochgradige Expression festgetsellt werden kann. Der Immunreaktive Score 
liegt bei diesen vier untersuchten Faktoren/Rezeptoren zwischen 1,20 (VEGF-R2) und 2,32 (Ang2). Es 
kann neben einem überwiegend diffus intrazytoplasmatischen, und im Falle von Tie2 auch 
membranösen, teilweise auch ein nukleäres und sehr vereinzelt auch intrazytoplasmatisch peripheres 
sowie bezogen auf Tie2 auch ein perinukleäres Expressionsmuster beobachtet werden. Eine TGF-α-
Expression kann in den Sertoli-Zellen der Kontrollhoden nicht nachgewiesen werden (IRS=0).  
Die Leydig-Zellen (vgl. Tab. 4.1, S. 48) der Kontrollhoden sind durch eine Koexpression von VEGF A, 
VEGF-R2, Ang2 und Tie2 mit einem variablen Anteil der positiven Zellen gekennzeichnet. Alle Ley-




einzelt nukleäre VEGF A-Expression (IRS=8,23). Dagegen wird der VEGF-R2 nur von vergleichsweise 
wenigen (41 bis 50 %) Leydig-Zellen der Kontrollhoden gering- bis mittelgradig, vorwiegend diffus 
intrazytoplasmatisch und vereinzelt auch nukleär, exprimiert (IRS=0,60). Nahezu alle Leydig-Zellen 
weisen diffus intrazytoplasmatisch eine gering- bis mittelgradige, vereinzelt auch hochgradige Expressi-
on von Ang2 auf (IRS=1,29). Tie2 wird von einem Großteil der Leydig-Zellen gering- bis mittelgradig 
exprimiert, wobei 21 bis 40 % der Zellen eine hochgradige Tie2-Expression aufweisen (IRS=5,38). Be-
zogen auf Tie2 wird neben einem diffus intrazytoplasmatischen vereinzelt auch ein nukleäres Expressi-
onsmuster beobachtet. TGF-α wird von Leydig-Zellen der Kontrollhoden nicht exprimiert (IRS=0,00). 
 
Tab. 4.1: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Keim-, Sertoli- und Leydig-Zellen 
in der Kontrollgruppe 
Immunhistologischer  
Marker 
Keimzellen Sertoli-Zellen Leydig-Zellen 
PP(%) 100 100 100 
EI +-+++ +-++ ++-+++ VEGF A 
IRS 4,08 2,17 8,23 





IRS 1,48 1,20 0,60 







IRS 0,43 2,32 1,29 







IRS 4,08 2,02 5,38 
PP(%) 100 100 100 
EI - - - TGF-α 
IRS 0,00 0,00 0,00 
Legende zu Tab. 4.1: VEGF(-R)=vascular endothelial growth factor (receptor); Ang=Angiopoietin; 
Tie2=Angiopoietinrezeptor; TGF=transforming growth factor; PP=Prozentsatz positiver Zellen; EI=Ex-
pressionsintensität; IRS=Immunreaktiver Score; -=negativ; +=geringgradig positiv; ++=mittelgradig 
positiv; +++=hochgradig positiv 
 
Zusammenfassung: VEGF A wird in allen Keimzellen und Sertoli-Zellen überwiegend gering- bis mit-
telgradig exprimiert, während in den Leydig-Zellen eine überwiegend hochgradige Expression des 
Wachstumsfaktors verzeichnet werden kann. Vergleichsweise wenige Zellen des Hodenparenchyms 
exprimieren den VEGF-Rezeptor2. Ang2 wird lediglich von einem geringen Anteil der Keimzellen 
exprimiert, während der Großteil der Sertoli-Zellen und nahezu alle Leydig-Zellen eine gering- bis mit-




Großteil der Sertoli-Zellen zeigen eine gering- bis mittelgradige bzw. gering- bis hochgradige Expressi-
on von Tie2. TGF-α wird hingegen von den Zellen des Hodenparenchyms nicht exprimiert. 
 
4.1.4.2 Immunhistologische Befunde der vaskulären Strukturen der Hoden 
Innerhalb des Hodens sind Kapillaren, Arteriolen und Venolen sowie Arterien und Venen nachweisbar. 
Demzufolge werden die Endothelzellen dieser Gefäße und die Myozyten der Arteriolen/Venolen und 
Arterien/Venen immunhistologisch untersucht und beurteilt (vgl. Tab. 4.2).  
Die IRS-Werte der Zellpopulationen in den Blutgefäßen sind in der Kontrollgruppe nicht normalverteilt 
(α*<0,4), mit Ausnahme des Tie2 in den Endothelzellen der Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen 
(α*=0,500 bzw. 0,433) sowie des TGF-α in den Endothelzellen und Myozyten der Arteriolen/Venolen 
(α*=0,703 bzw. 0,656) und in den Endothelzellen der Arterien/Venen (α*=0,487). Die Prüfung der 
Signifikanzen erfolgte mittels des T-Tests bzw. der nichtparametrischen Tests. Hinsichtlich der IRS-
Werte der untersuchten angiogenen Faktoren und Rezeptoren in den einzelnen Zellpopulationen liegen 
keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hodenseiten vor (p>0,05). 
In der Adventitia der Arteriolen/Venolen und der Arterien/Venen ist lediglich vereinzelt eine sehr 
geringgradige Expression der immunhistologisch untersuchten angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 
nachweisbar (IRS=0,00-0,07). Hinsichtlich VEGF-R2, Tie2 und TGF-α kann keine Expression 
innerhalb der Adventitia nachgewiesen werden (IRS=0). 
 
Tab. 4.2: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Endothelzellen des 
Hodenparenchyms in Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Kontrollgruppe 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Kapillare Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 100 100 81-100 
EI +-++ +-++ +-++ VEGF A 
IRS 2,69 2,49 3,05 
PP(%) 11-20 11-20 ≤ 10 
EI + +-++ + VEGF-R2 
IRS 0,14 0,29 0,07 







IRS 1,73 2,98 3,14 




++-+++ ++-+++ Tie2 
IRS 6,97 7,96 7,75 
PP(%) 81-100 81-100 81-100 
EI +-++ +-++ +-++ TGF-α 
IRS 3,98 3,20 2,80 





Nahezu alle kapillären Endothelzellen (vgl. Tab. 4.2) sind durch eine Koexpression von VEGF A-, 
Ang2-, Tie2- und TGF-α gekennzeichnet, wobei die Expression von VEGF A (IRS=2,69), Ang2 
(IRS=1,73) und TGF-α (IRS=3,98) gering- bis mittelgradig ausgeprägt ist. Der VEGF-R2 wird lediglich 
von einem geringen Anteil der Endothelzellen in den Kapillaren geringgradig exprimiert (IRS=0,14). 
Die Endothelzellen weisen überwiegend eine mittel- bis hochgradige Tie2-Expression mit einem IRS 
von 6,97 auf, welche nicht nur diffus intrazytoplasmatisch, sondern auch nukleär lokalisiert sein kann. 
Nahezu alle Endothelzellen der Arteriolen/Venolen sowie der Arterien/Venen (vgl. Tab. 4.2, S. 49) 
sind durch eine Koexpression von VEGF A, Ang2, Tie2 und TGF-α gekennzeichnet. Während VEGF 
A, Ang2 und TGF-α mit einer gering- bis mittelgradigen Intensität (Ang2 auch vereinzelt mit einer 
hochgradigen Intensität) exprimiert werden (IRS=2,49 bis 3,20), ist die Expression von Tie2 mittel- bis 
hochgradig (IRS = 7,96 für Arteriolen/Venolen und 7,75 für Arterien/Venen) ausgeprägt. Bezogen auf 
die Tie2-Expression in Arterien/Venen kann neben dem diffus intrazytoplasmatischen sehr vereinzelt 
auch ein nukleäres Expressionsmuster beobachtet werden. Eine VEGF-R2-Expression kann in 
Arterien/Venen lediglich in einzelnen Endothelzellen mit geringgradiger Intensität (IRS=0,07) 
nachgewiesen werden, während der Anteil und auch die Intensität der VEGF-R2-exprimierenden 
Endothelzellen in Arteriolen/Venolen (IRS=0,29) größer ist als in den Arterien/Venen. 
 
Zusammenfassung: Die Endothelzellen aller Blutgefäße im Hoden der Kontrolltiere zeigen 
überwiegend eine hochgradige Expression des Tie2, während der VEGF-Rezeptor2 größtenteils 
geringgradig exprimiert wird. Die Proteine VEGF A, Ang2 und TGF-α werden gering- bis mittelgradig 
exprimiert. Es gibt keine signifikanten Unterschiede zwischen den IRS-Werten hinsichtlich der 
Hodenseite. 
 
Die Myozyten der Arteriolen/Venolen und der Arterien/Venen (vgl. Tab. 4.3, S. 51) weisen eine 
Koexpression von VEGF A, VEGF-R2, Ang2, Tie2 und TGF-α auf, wobei die Expressionsintensität 
sowie die Anzahl der positiv mit den Antikörpern reagierenden Zellen variabel ausgeprägt ist. Während 
VEGF A, Tie2 und TGF-α von allen Myozyten exprimiert werden, sind 81 bis 100 % der Zellen durch 
eine Ang2-Expression und lediglich 41 bis 50 % dieser Zellpopulation durch eine VEGF-R2-Expression 
gekennzeichnet. Die Expressionsintensität ist in diesem Zusammenhang gering- bis mittelgradig, 
bezüglich Tie2 auch hochgradig ausgeprägt. Daraus ergeben sich IRS-Werte von 2,14 bis 2,83 für 
VEGF A, 0,64 bis 0,78 für VEGF-R2, 1,39 bis 1,82 für Ang2, 4,33 bis 4,59 für Tie2 und 2,61 bis 3,73 
für TGF-α. Bezogen auf VEGF A in Arterien und Venen sowie Tie2 in allen größeren Blutgefäßen kann 
neben dem diffus intrazytoplasmatischen, und im Falle des Tie2 auch membranösen, teils auch ein 
nukleäres Verteilungsmuster beobachtet werden. 
 
Zusammenfassung: Die Myozyten der Blutgefäße in den Hoden der Kontrolltiere weisen eine 
überwiegend mittelgradige Tie2-Expression auf, während der VEGF-Rezeptor2 lediglich geringgradig 
exprimiert wird. Die Proteine VEGF A, Ang2 und TGF-α werden gering- bis mittelgradig exprimiert. Es 






Tab. 4.3: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Myozyten des Hodenparenchyms in 
Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Kontrollgruppe 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 100 100 
EI +-++ +-++ VEGF A 
IRS 2,14 2,83 







IRS 0,64 0,78 
PP(%) 81-100 81-100 
EI +-++ +-++ Ang2 
IRS 1,39 1,82 







IRS 4,33 4,59 
PP(%) 100 100 
EI +-++ +-++ TGF-α 
IRS 3,73 2,61 
Legende zu Tab. 4.3: vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
4.1.4.3 Zusammenfassung der immunhistologischen Befunde im unbehandelten Hengsthoden 
In den unbehandelten Hoden dieser Studie kann in nahezu allen Endothelzellen und Myozyten der 
Blutgefäße eine gering- bis mittelgradige Expression von VEGF A, Ang2 und TGF-α nachgewiesen 
werden. Darüber hinaus wird in diesen Zellpopulationen eine mittel-, teils hochgradige Tie2-Expression 
beobachtet. Eine VEGF-R2-Expression ist dagegen in vergleichsweise wenigen Endothelzellen 
(maximal 20 %) und Myozyten (maximal 50 %) mit überwiegend geringgradiger Intensität nachweisbar.  
In den Stromazellen des Bindegewebes werden die untersuchten angiogenen Faktoren (VEGF A, Ang2, 
TGF-α) sowie deren Rezeptoren (VEGF-R2, Tie2) lediglich vereinzelt und mit geringer Intensität 
exprimiert.  
Alle Keimzellen zeigen eine sehr variable (gering- bis hochgradige) Expression des Faktors VEGF A 
und des Rezeptors Tie2. VEGF-R2 und Ang2 werden von deutlich weniger Zellen überwiegend 
geringgradig exprimiert, während keine TGF-α-Expression nachgewiesen werden kann. 
Zahlreiche Sertoli-Zellen weisen größtenteils eine gering- bis mittelgradige Expression der angiogenen 
Faktoren (VEGF A, Ang2) sowie deren Rezeptoren (VEGF-R2, Tie2) auf. Eine TGF-α−Expression ist 
dagegen in den Sertoli-Zellen nicht nachweisbar.  
In nahezu allen Leydig-Zellen kann ein Koexpression von VEGF A, Ang2 und Tie2 nachgewiesen wer-
den, wobei die Expressionsintensität für VEGF A und Tie2 überwiegend mittel- bis hochgradig und für 
Ang2 gering- bis mittelgradig ausgeprägt ist. VEGF-R2 wird von maximal 50 % dieser Zellpopulation 





4.2.1 Makroskopische Hodenbefunde der behandelten Hengste 
Die Hoden der Versuchshengste aus der Gruppe 1 weisen eine Größe von 1,6 x 2,4 x 4,4 cm bis 
maximal 3,5 x 3,9 x 7,4 cm auf. Das Gewicht eines Testikels der Versuchsgruppe 1 liegt zwischen 8,4 g 
und 49,7 g ohne Nebenhoden bzw. zwischen 24,1 g und 89,8 g mit Nebenhoden.  
In der Versuchsgruppe 2 werden Hodengrößen von 3,1 x 3,2 x 6,4 cm bis maximal 6,1 x 5,2 x 9,1 cm 
gemessen. Das Gewicht dieser Gonaden liegt in der Versuchsgruppe 2 zwischen 26,6 g und 155,4 g 
ohne Nebenhoden bzw. zwischen 50,7 g und 197,5 g mit Nebenhoden.  
Die Angaben zu den einzelnen Hodengrößen und –gewichten können der Tab. 9.4, S. 120 und der Tab. 
9.5, S. 121 entnommen werden. Das Ausmessen und Wiegen der einzelnen Keimdrüsen wurde durch Fr. 
Zingrebe vorgenommen (ZINGREBE 2010). 
Jeweils ein Hoden jedes Hengstes (n=7) weist frisches Blut im Parenchym auf, welches mit hoher 
Wahrscheinlichkeit auf die prae operationem durchgeführten Hodenbiopsien zurückzuführen ist. Die 
makroskopische Untersuchung erfolgte durch Fr. Dr. med. vet. Ellenberger im Institut für Veterinär-
Pathologie der Universität Leipzig. 
 
4.2.2 Histologische Hodenbefunde der behandelten Hengste 
Eine Bilddokumentation der Befunde findet sich in Kap. 9.7.2.1, S. 144 ff. und Kap. 9.7.2.2, S. 146 ff. 
4.2.2.1 Allgemeine histologische Befunde der testikulären Strukturelemente 
Im Vergleich zu den Hoden der Kontrollgruppe sind in beiden Versuchsgruppen deutlich mehr 
Hodentubuli pro Gesichtsfeld zu beobachten (vgl. Abb. 9.18, S. 144 und Abb. 9.24, S. 146), jedoch mit 
einem geringeren Tubulusdurchmesser (ZINGREBE 2010). Die Testikel der behandelten Hengste 
zeigen eine Atrophie des Keimepithels (vgl. Abb. 9.19, S. 145). In der Versuchsgruppe 1 weisen sie eine 
Azoospermie mit einer Sertoli-cell-only-Morphologie auf (vgl. Abb. 9.19, S. 145). Lediglich vereinzelt 
sind Reste von Spermatogonien sichtbar (ZINGREBE 2010). In den Hoden der Versuchsgruppe 2 kann 
dagegen teilweise eine geringgradige Spermatogeneseaktivität nachgewiesen werden (vgl. Abb. 9.25, S. 
147), teilweise jedoch auch eine Sertoli-cell-only-Morphologie. Leydig-Zellen sind in der 
Versuchsgruppe 1 nur vereinzelt zu finden, während in der Versuchsgruppe 2 wieder ein Anstieg der 
Leydig-Zell-Zahl zu verzeichnen ist (ZINGREBE 2010). Eine multifokale, mittel- bis hochgradige, teils 
aktive interstitielle Fibrose ist in allen Hoden beider Versuchsgruppen sichtbar (vgl. Abb. 9.20, S. 145 
und Abb. 9.26, S. 147). In nahezu allen Gonaden können multifokal mittelgradige interstitielle 
lymphoplasmazelluläre Infiltrate (vgl. Abb. 9.20, S. 145 und Abb. 9.26, S. 147) sowie teilweise 
multifokal mittelgradige akute Blutungen im Bereich der Biopsieentnahmelokalisationen nachgewiesen 
werden. Die Organkapsel stellt sich in allen Hoden ohne besonderen Befund dar. 
 
4.2.2.2 Histologische Befunde der vaskulären Strukturen der Hoden 
Im Vergleich zu der Kontrollgruppe liegt in beiden Versuchsgruppen bereits während der 
histopathologischen Untersuchung  der Verdacht auf eine höhere kapilläre Dichte vor.  
Insbesondere die größeren Gefäße stellen sich in der Versuchsgruppe 1 mit einer mittel- bis hochgradi-
gen Dilatation und Hyperämie dar (vgl. Abb. 9.21, S. 145). Dies kann auch bei einem Großteil der Ka-




telgradige perivaskuläre lymphoplasmazelluläre Infiltrate nachgewiesen werden (vgl. Abb. 9.23, S. 146). 
In der Versuchsgruppe 2 weisen zahlreiche Gefäße eine überwiegend gering- bis mittelgradige, teilweise 
jedoch hochgradige Dilatation und Hyperämie der größeren Gefäße sowie der Kapillaren auf (vgl. Abb. 
9.27, S. 147 und Abb. 9.28, S. 148). Vereinzelt kann perivaskulär eine gering- bis mittelgradige 
lymphoplasmazelluläre Infiltration nachgewiesen werden. 
Die Endothelzellen der Kapillaren und teilweise auch der Arteriolen/Venolen in der Versuchsgruppe 1 
sind rund-oval und besitzen einen großen, runden bis ovalen, teils hyper-, teils hypochromatischen 
Zellkern mit einem deutlich ausgeprägten, schwach eosinophilen Zytoplasma (vgl. Abb. 9.22, S. 146). 
Die Endothelzellen weisen aufgrund ihrer histomorphologischen Charakteristika nach MÜLLER (2008) 
einen aktiven Zustand auf. Im Gegensatz dazu befinden sich die langgestreckten Endothelzellen der 
Arterien/Venen (mit einem länglichen hyperchromatischen Zellkern) in einem Ruhezustand. 
Die Endothelzellen der Kapillaren in der Versuchsgruppe 2 stellen sich teilweise mit einer rund-ovalen 
Form und einem großen, runden bis ovalen Zellkern dar (Abb. 9.28, S. 148). Teilweise sind sie jedoch 
auch langgestreckt und haben einen länglichen Zellkern. Sie weisen somit nach MÜLLER (2008) einen 
teils aktiven Zustand und teils einen Ruhezustand auf. Ein Großteil der Endothelzellen in den 
Arteriolen/Venolen der Versuchsgruppe 2 (vgl. Abb. 9.27, S. 147) sowie Endothelzellen der 
Arterien/Venen befinden sich in einem Ruhezustand (langgestreckte Form, länglicher 
hyperchromatischer Zellkern und wenig eosinophiles Zytoplasma). 
 
4.2.3 Morphometrische und stereologische Befunde der vaskulären Strukturen in den Hoden 
der Versuchshengste 
4.2.3.1 Volumendichte der Blutgefäße 
Die Volumendichte charakterisiert die Wahrscheinlichkeit, mit welcher die Blutgefäße im 
Hodenanschnitt auftreten.  
Die Werte für die Volumendichte sind in der gesamten Versuchsgruppe normalverteilt (α*=0,715).  
4.2.3.1.1 Versuchsgruppe 1 
In der Abb. 4.8, S. 54 sind die Gesamtwerte der Volumendichte aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. 
Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der ersten Versuchsgruppe (8-10) 
dargestellt. Die Einzelwerte für jede der untersuchten Lokalisationen sind detailliert in der Tab. 9.13, S. 
128 aufgeführt. Die Werte für die Volumendichte sind in der Versuchsgruppe 1 normalverteilt 
(α*=0,898). Daher erfolgte die Signifikanzprüfung mittels des T-Tests bzw. der Einfaktoriellen 
Varianzanalyse. 
Die Blutgefäße treten in den Hoden der Versuchsgruppe 1 mit einer Wahrscheinlichkeit von 10,7 % 
(s=4,153 %) auf. Die Werte schwanken zwischen den einzelnen Hodenlokalisationen von 5,133 bis 
20,767 % (vgl. Tab. 9.13, S. 128). Es gibt keine signifikanten Unterschiede zwischen dem linken und 
rechten Hoden aller Hengste (p>0,05) und zwischen den verschiedenen Hodenlokalisationen (p>0,05). 
Die Volumendichte unterscheidet sich zwischen den einzelnen Hengsten signifikant (p=0,019). Die 
Hoden des Hengstes 9 (insbesondere der rechte Hoden) weisen im Vergleich zu den anderen beiden 
Tieren eine signifikant höhere Volumendichte der Blutgefäße auf (p=0,019;  vgl. Abb. 4.8, S. 54 und 































Abb. 4.8: Darstellung der mittle-




4.2.3.1.2 Versuchsgruppe 2 
Die Abb. 4.9 zeigt die Gesamtwerte der Volumendichte aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, 



























Abb. 4.9: Darstellung der mittle-




Die detaillierten Einzelwerte können der Tab. 9.14, S. 128 entnommen werden. Die Werte für die 
Volumendichte sind in der Versuchsgruppe 2 normalverteilt (α*=0,899). Daher erfolgte die 
Signifikanzprüfung innerhalb der jeweiligen Gruppe mittels des T-Tests bzw. der Einfaktoriellen 
Varianzanalyse. 
Die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von Blutgefäßen liegt in der Versuchsgruppe 2 bei 5,283 % 
(s=2,631 %). Die Werte reichen in den einzelnen Lokalisationen von 1,667 bis 11,167 % (vgl. Tab. 9.14, 
S. 128). Es gibt keine signifikanten Unterschiede zwischen dem linken und rechten Hoden aller Hengste 
(p>0,05) und zwischen den verschiedenen Hodenlokalisationen (p>0,05). Die Werte zwischen den 





4.2.3.2 Numerische Dichte der Blutgefäße 
Die Numerische Dichte gibt die Anzahl der Blutgefäßanschnitte pro mm² Hoden an. Innerhalb der 
Versuchsgruppe liegt bezüglich der Arteriolen und Venolen eine Normalverteilung der Werte vor 
(α*=0,868). Die Werte der Numerischen Dichte der Arterien/Venen und der Kapillaren sind innerhalb 
der gesamten Versuchsgruppe nicht normal verteilt (α*=0,167 bzw. α*=0,143). 
Die Ergebnisse werden zur besseren Vergleichbarkeit mit der Kontrollgruppe und der Versuchsgruppe 
mittels Median und Perzentil 25/75 präsentiert.  
4.2.3.2.1 Versuchsgruppe 1 
Die Abb. 4.10 zeigt eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Numerischen Dichte der 
Arterien/Venen aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker 
Hoden) für jeden Hengst der ersten Versuchsgruppe (8 bis 10).  
 
 
Abb. 4.10: Darstellung der Numerische Dichte der 
Arterien/Venen in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 1 (Boxplots entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.15, S. 128) 
 
Die detaillierten Messwerte können der Tab. 9.15, S. 128 entnommen werden. Die Werte weisen eine 
Normalverteilung auf (α*=0,696), weshalb die Signifikanzprüfung mittels des T-Test bzw. der 
Einfaktoriellen Varianzanalyse erfolgte. Die mediane Numerische Dichte der Arterien/Venen reicht in 
der Versuchsgruppe 1 von 0 bis 4,2012 Arterien/Venen pro mm² Hoden (vgl. Tab. 9.15, S. 128). Der 
Median liegt bei 1,4004 Arterien und Venen pro mm² Hoden (Perzentil 25: 0,6419/mm² Hoden, 
Perzentil 75: 2,6258/mm² Hoden). Zwischen den Hengsten existieren signifikante Unterschiede 
(p=0,014), nicht jedoch zwischen den Hodenseiten und –lokalisationen (p>0,05).  





In der Abb. 4.11 sind die Gesamtwerte der Numerischen Dichte der Arteriolen/Venolen aus den einzel-
nen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der ersten 
Versuchsgruppe (8 bis 10) dargestellt. Die Einzelwerte sind der Tab. 9.16, S. 129 zu entnehmen. Die 
Werte sind normalverteilt (α*=0,789), weshalb die Signifikanzprüfung mittels des T-Test bzw. der 
Einfaktoriellen Varianzanalyse erfolgte. 
Die Numerische Dichte der Arteriolen/Venolen in der Versuchsgruppe 1 liegt zwischen 9,5695 und 
21,9398/mm² Hoden. Der Median wurde mit 13,4206/mm² Hoden ermittelt (Perzentil 25: 11,6701/mm² 
Hoden, Perzentil 75: 15,7547/mm² Hoden). Signifikante Unterschiede zwischen den Hengsten sowie 
den Hodenseiten bestehen nicht (p>0,05). Es können lediglich signifikante Unterschiede zwischen den 
einzelnen Lokalisationen (kranial, Mitte, kaudal) festgestellt werden (p=0,030).  
Hohe Werte weisen alle Lokalisationen der Hengste 8 und 9 auf (vgl. Tab. 9.16, S. 129). 
 
 
Abb. 4.11: Darstellung der Numerischen Dichte der 
Arteriolen/Venolen in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 1 (Boxplots entsprechend den Werten 
„Gesamt“ aus Tab. 9.16, S. 129); , o: Ausreißerwerte 
 
Die Abb. 4.12, S. 57 zeigt eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Numerischen Dichte der 
Kapillaren aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für 
jeden Hengst der ersten Versuchsgruppe (8-10). Die Einzelwerte sind der Tab. 9.17, S. 129 zu 
entnehmen. Die Werte sind normalverteilt (α*=0,527), weshalb auch hier die Signifikanzprüfung mittels 
des T-Test bzw. der Einfaktoriellen Varianzanalyse vorgenommen wurde. 
Die Kapillaren der Versuchsgruppe 1 zeigen eine mediane Numerische Dichte von 39,5617/mm² Hoden 
(Perzentil 25: 17,9136/mm² Hoden, Perzentil 75: 53,4492/mm² Hoden). Das Maximum mit einem Wert 
von 68,1535 Kapillaren/mm² Hoden ist bei Hengst 9 zu finden (vgl. Tab. 9.17, S. 129). Es gibt signifi-
kante Unterschiede zwischen den Hengsten (p=0,028), während keine signifikanten Unterschiede hin-




Hengst 9 weist im Gegansatz zu den anderen beiden Hengsten höhere Werte auf. Hengst 10 zeigt insge-
samt niedrige Werte, einschließlich dem Minimumwert 13,3039 Kapillaren/mm² Hoden. 
 
 
Abb. 4.12: Darstellung der Numerischen Dichte der 
Kapillaren in den Hengsthoden der Versuchsgruppe 1 
(Boxplots entsprechend den Werten „Gesamt“ aus Tab. 
9.17, S. 129); o: Ausreißerwert 
 
4.2.3.2.2 Versuchsgruppe 2 
In der Abb. 4.13, S. 58 sind die Gesamtwerte der Numerischen Dichte der Arterien/Venen aus den 
einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der 
zweiten Versuchsgruppe (11-14) dargestellt. Die Einzelwerte sind der Tab. 9.18, S. 130 zu entnehmen. 
Die Werte weisen eine Abweichung von der Normalverteilung auf (α*=0,359). Hierbei wurden 
signifikante Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests ermittelt. 
Die Arterien und Venen in der Versuchsgruppe 2 weisen eine mediane Numerische Dichte von 0,5835 
Gefäße/mm² Hoden auf (Perzentil 25: 0,2334/mm² Hoden, Perzentil 75: 1,1087/mm² Hoden). Es können 
keine signifikanten Unterschiede zwischen den einzelnen Hengsten oder den Hodenseiten bzw. den 
Hodenlokalisationen festgestellt werden (p>0,05). 
Hengst 12 weist den höchsten Wert auf (2,1006/mm² Hoden; vgl. Tab. 9.18, S. 130). In den Hoden von 
Hengst 14 können hingegen in mehreren Lokalisationen keine Arterien/Venen nachgewiesen werden. 
Sie weisen insgesamt die niedrigste Numerische Dichte mit 0,1167 Anschnitten/mm² Hoden auf (vgl. 






Abb. 4.13: Darstellung der Numerischen Dichte 
der Arterien/Venen in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 2 (Boxplots entsprechend den 
Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.18, S. 130); , o: 
Ausreißerwerte 
 
In der Abb. 4.14 findet sich eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Numerischen Dichte der 
Arteriolen/Venolen aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker 
Hoden) für jeden Hengst der zweiten Versuchsgruppe (11-14). Die Einzelwerte sind der Tab. 9.19, S. 
130 zu entnehmen. Eine Normalverteilung Werte der Numerischen Dichte liegt für die 




Abb. 4.14: Darstellung der Numerischen Dichte der 
Arteriolen/Venolen in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 2 (Boxplots entsprechend den 
Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.19, S. 130);  : 
Ausreißerwert 
 
Die Werte der Numerischen Dichte für Arteriolen/Venolen in der Versuchsgruppe 2 reichen von 1,1670 
bis 13,7707/mm² Hoden. Der Median konnte mit 6,5353 Arteriolen/Venolen pro mm² Hoden ermittelt 
werden (Perzentil 25: 3,5010/mm² Hoden, Perzentil 75: 8,6359/mm² Hoden). Signifikante Unterschiede 
hinsichtlich der Hodenseite bzw. der Hodenlokalisation konnten nicht festgestellt werden (p>0,05). Es 




Hohe Werte konnten für die Hengste 12 und 13 ermittelt werden (vgl. Tab. 9.19, S. 130 und Abb. 4.14, 
S. 58).  
 
Die Abb. 4.15 sind die Gesamtwerte der Numerischen Dichte der Kapillaren aus den einzelnen 
Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der zweiten 




Abb. 4.15: Darstellung der Numerischen Dichte der 
Kapillaren in den Hengsthoden der Versuchsgruppe 
2 (Boxplots entsprechend den Werten „Gesamt“ aus 
Tab. 9.20, S. 131); o: Ausreißerwert 
 
Die detaillierten Werte können der Tab. 9.20, S. 131 entnommen werden. In der Versuchsgruppe 2 
zeigen die Werte der Numerischen Dichte für die Kapillaren eine Abweichung von der 
Normalverteilung (α*=0,356). Hierbei wurden signifikante Unterschiede mittels der nicht-
parametrischen Tests ermittelt.  Die Hoden d r V rsuchsgruppe 2 weisen 7,2355 Kapillaren/mm² Hoden auf (Perzentil 25: 3,5010/mm² 
Hoden, Perzentil 75: 13,1289/mm² Hoden). Zwischen den einzelnen Hengsten gibt es keine 
signifikanten Unterschiede, jedoch zwischen den linken und rechten Hoden innerhalb der 
Versuchsgruppe 2 (p=0,028). Zwischen den Hodenlokalisationen können keine signifikanten 
Unterschiede ermittelt werden (p>0,05).  
Im linken Hoden von Hengst 11 finden sich kranial keine Kapillaren, dieser Hengst weist insgesamt die 
geringste Numerische Dichte auf (vgl. Tab. 9.20, S. 131). Im linken Hoden von Hengst 13 kann kranial 
die höchste Numerische Dichte mit 36,41 Kapillaren/mm² Hoden ermittelt werden. 
 
4.2.3.3 Flächeninhalt der Blutgefäße 
Die Flächeninhalte der einzelnen Blutgefäßanschnitte wurden gemessen. Deskriptiv werden die Werte 
mit dem 25., 50. (=Median) und dem 75. Perzentil dargestellt. Die Flächeninhalte der 
Blutgefäßanschnitte sind innerhalb der gesamten Versuchsgruppe nicht normal verteilt (α*=0,000). Die 




4.2.3.3.1 Versuchsgruppe 1 
In der Abb. 4.16 ist eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Flächeninhalte der Arterien/Venen 
aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden 
Hengst der Versuchsgruppe 1 (8-10) dargestellt.  
Die detaillierten Werte können der Tab. 9.21, S. 131 entnommen werden. Sie sind nicht normalverteilt 
(α*=0,000), daher wurden signifikante Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests ermittelt. 
Die Arterien und Venen in der Versuchsgruppe 1 (n=131) weisen im Anschnitt eine mediane Fläche von 
12.811,81 µm² auf (Perzentil 25: 9.885,04 µm², Perzentil 75: 20.111,66 µm²). Zwischen den einzelnen 
Hengsten innerhalb der Versuchsgruppe 1 unterscheiden sich die Flächeninhalte der Arterien-
/Venenanschnitte hochsignifikant (p=0,001). Es gibt keine signifikanten Unterschiede zwischen den 
rechten und linken Hoden (p>0,05), jedoch zwischen den einzelnen Hodenlokalisationen (p=0,010).  
Den geringsten Wert zeigt ein Gefäßanschnitt im rechten Hoden (kranial) des Hengstes 8 mit einer 
Fläche von 4.625,04 µm². Den größten Anschnitt weist Hengst 9 (linker Hoden, kranial) mit einer 
Fläche von 126.509,88 µm² auf. In dem rechten Hoden des Hengstes 10 (kaudale Lokalisation) sind 
keine Arterien-/Venenanschnitte nachweisbar. 
 
 
Abb. 4.16: Darstellung des Flächeninhalts von 
Arterien-/Venenanschnitten in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 1 (Boxplots entsprechend den 




Die Abb. 4.17, S. 61 gibt eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Flächeninhalte der 
Arteriolen/Venolen aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker 
Hoden) für jeden Hengst der Versuchsgruppe 1 (8-10) wieder. Die detaillierten Werte können der Tab. 
9.22, S. 132 entnommen werden. Sie sind nicht normalverteilt (α*=0,000), daher wurden signifikante 
Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests ermittelt. 
Die Arteriolen/Venolen in den Hoden der früher kastrierten Versuchshengste (n=1.069) haben eine 
mediane Fläche von 1.221,57 µm² (Perzentil 25: 770,41 µm², Perzentil 75: 2.553,39 µm²). Die Flächen 
der Gefäßanschnitte weisen zwischen den einzelnen Hengsten der Versuchsgruppe 1 hochsignifikante 
Unterschiede auf (p=0,000). Auch zwischen den rechten und linken Hoden sowie zwischen den 




Hengst 8 weist im rechten Hoden (mittig) den kleinsten Gefäßanschnitt der Versuchsgruppe 1 auf 




Abb. 4.17: Darstellung des Flächeninhalts von 
Arteriolen-/Venolenanschnitten in den Hengsthoden 
der Versuchsgruppe 1 (Boxplots entsprechend den 
Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.22, S. 132); , o: 
Ausreißerwerte 
 
Die Abb. 4.18, S. 62 zeigt eine grafische Darstellung der Gesamtwerte der Flächeninhalte der 
Kapillaren aus den einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für 
jeden Hengst der Versuchsgruppe 1 (8-10). Die detaillierten Werte können der Tab. 9.23, S. 132 
entnommen werden. Sie sind nicht normalverteilt (α*=0,000), weshalb die Untersuchung auf 
signifikante Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests durchgeführt wurde. 
Die Kapillaranschnitte der Hengste aus Versuchsgruppe 1 (n=2.870) haben eine mediane Fläche von 
88,46 µm² (Perzentil 25: 52,85 µm², Perzentil 75: 193,03 µm²). Das Minimum liegt bei 13,21 µm² 
(Hengst 9, rechter Hoden, Mitte). Der maximale Wert beträgt 600,23 µm² (Hengst 10, linker Hoden, 
Mitte). Die Flächeninhalte der Kapillaranschnitte sind zwischen den Hengsten der Versuchsgruppe 
hochsignifikant unterschiedlich (p=0,000). Zwischen den Hodenseiten bestehen keine signifikanten 






Abb. 4.18: Darstellung des Flächeninhalts von 
Kapillaren in den Hengsthoden der Versuchsgruppe 1 
(Boxplots entsprechend den Werten „Gesamt“ aus Tab. 
9.23, S. 132); , o: Ausreißerwerte 
 
4.2.3.3.2 Versuchsgruppe 2 
In der Abb. 4.19, S. 63 sind die Gesamtwerte der Flächeninhalte der Arterien/Venen aus den einzelnen 
Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der 
Versuchsgruppe 2 (11-14) dargestellt. Die detaillierten Werte können der Tab. 9.24, S. 133 entnommen 
werden. Sie weisen keine Normalverteilung auf (α*=0,000), weshalb die Untersuchung auf signifikante 
Unterschiede mittels der nicht-parametrischen Tests durchgeführt wurde. 
Insgesamt (n=68) kann in der Versuchsgruppe 2 eine mediane Fläche der Arterien/Venen von 12.729,21 
µm² (Perzentil 25: 9.368,40 µm², Perzentil 75: 20.943,87 µm²) ermittelt werden. Die Flächen der 
Arterien und Venen unterscheiden sich nicht signifikant zwischen den Hengsten der Versuchsgruppe 2 
(p>0,05). Es können keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hodenseiten bzw. zwischen den 
Hodenlokalisationen ermittelt werden (p>0,05). 
In einigen Hodenlokalisationen dreier Hengste (11, 12 und 14) können keine Arterien-/Venenanschnitte 
nachgewiesen werden, insbesondere bei Hengst 14. Hengst 11 (linker Hoden, kranial) weist mit einer 
Fläche von 4.757,29 µm² den kleinsten Gefäßanschnitt auf. Der größte Gefäßanschnitt ist im linken 






Abb. 4.19: Darstellung des Flächeninhalts von 
Arterien-/Venenanschnitten in den Hengsthoden 
der Versuchsgruppe 2 (Boxplots entsprechend 
den Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.24, S. 133); , o: 
Ausreißerwerte 
 
Die Abb. 4.20, S. 64 zeigt die Gesamtwerte der Flächeninhalte der Arteriolen/Venolen aus den 
einzelnen Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der 
Versuchsgruppe 2 (11-14). Die detaillierten Werte können der Tab. 9.25, S. 133 entnommen werden. Sie 
sind nicht normal verteilt (α*=0,000), weshalb die Untersuchung auf signifikante Unterschiede mittels 
der nicht-parametrischen Tests durchgeführt wurde. 
Für die Arteriolen-/Venolenanschnitte in den Hengsthoden der Versuchsgruppe 2 (n=666) kann eine 
mediane Fläche von 1.279,04 µm² (Perzentil 25: 815,25 µm², Perzentil 75: 2.471,22 µm²) ermittelt 
werden. Zwischen den Hengsten der Versuchsgruppe 2 unterscheiden sich die Werte der Flächen 
hochsignifikant (p=0,000), jedoch gibt es keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hodenseiten 
bzw. den Hodenlokalisationen.  
Hengst 11 weist im rechten Hoden (kaudal) den kleinsten Anschnitt auf (450,41 µm²). Der größte 







Abb. 4.20: Darstellung des Flächeninhalts von 
Arteriolen-/Venolenanschnitten in den 
Hengsthoden der Versuchsgruppe 2 (Boxplots 
entsprechend den Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.25, 
S. 133); , o: Ausreißerwerte 
 
Die Abb. 4.21, S. 65 stellt die Gesamtwerte der Flächeninhalte der Kapillaren aus den einzelnen 
Lokalisationen (vgl. Abb. 3.2, S. 34, jeweils rechter und linker Hoden) für jeden Hengst der 
Versuchsgruppe 2 (11-14) dar. Die detaillierten Werte können der Tab. 9.26, S. 134 entnommen werden. 
Sie sind nicht normal verteilt (α*=0,000), weshalb die Untersuchung auf signifikante Unterschiede 
mittels der nicht-parametrischen Tests durchgeführt wurde. 
Die ermittelten Flächeninhalte der Kapillaranschnitte (n=1.090) aus den Hoden der Hengste aus 
Versuchsgruppe 2 liegen zwischen 9,40 und 599,96 µm². Insgesamt konnte eine mediane Fläche von 
119,24 µm² ermittelt werden (Perzentil 25: 59,38 µm², Perzentil 75: 247,27 µm²). Die Flächeninhalte 
unterscheiden sich zwischen den Hengsten der Versuchsgruppe 2 signifikant (p=0,000). Es existieren 
ebenfalls signifikante Unterschiede zwischen den Hodenlokalisation (p=0,000), nicht jedoch zwischen 
den Hodenseiten (p>0,05).  
Der geringste Wert (9,40 µm²) ist im linken Hoden (kranial) des Hengstes 14 nachweisbar, der höchste 
(599,96 µm²) im linken Hoden (mittig) des Hengstes Nr. 11. Im linken Hoden von Hengst 11 ist kranial 






Abb. 4.21: Darstellung des Flächeninhalts von 
Kapillarenanschnitten in den Hengsthoden der 
Versuchsgruppe 2 (Boxplots entsprechend den 
Werten „Gesamt“ aus Tab. 9.26, S. 134); , o: 
Ausreißerwerte 
 
4.2.3.4 Zusammenfassung der morphometrischen und stereologischen Befunde der vaskulären 
Strukturen im behandelten Hengsthoden im Vergleich zu der Kontrollgruppe 
Die Hengsthoden in der Versuchsgruppe 1 weisen mit einer Wahrscheinlichkeit von 10,70 % (s=4,15 %) 
eine hoch signifikant höhere Volumendichte auf als die Hoden in der Versuchsgruppe 2 
(Volumendichte=5,28 % (s=2,63 %), p=0,000) und die Hoden der Kontrollgruppe (Volumendichte=3,18 
% (s=1,50 %), p=0,000). Die Hoden der Hengste aus Versuchsgruppe 2 weisen ebenfalls eine 
signifikant höhere Volumendichte auf als die Hoden in der Kontrollgruppe (p=0,001). Eine 























Abb. 4.22: Darstellung der mittleren 
Volumendichte in den Hengsthoden 




Die Abb. 4.23 zeigt eine vergleichende grafische Darstellung der Numerischen Dichte in den drei Grup-
pen. Entsprechend der Volumendichte weisen die Hoden in der Versuchsgruppe 1 signifikant mehr 
Blutgefäßanschnitte auf als die Hoden in der Versuchsgruppe 2 (Arterien/Venen: p=0,005, 
Arteriolen/Venolen: p=0,000, Kapillaren: p=0,000) und die Hoden in der Kontrollgruppe 
(Arterien/Venen: p=0,001, Arteriolen/Venolen: p=0,000, Kapillaren: p=0,000). Die Versuchsgruppe 2 
zeigt wiederum höhere Werte für die Numerische Dichte von Arterien/Venen (p>0,05) sowie auch 
signifikant mehr Arteriolen-/Venolen- und Kapillaranschnitte (p=0,019 bzw. p=0,021) in den 









































Abb. 4.23: Darstellung der Numerischen Dichte der Blutgefäße in den Hengsthoden der Kontroll- 
und Versuchsgruppe (Mediane) 
 
Die Versuchsgruppe 1 zeichnet sich auf der einen Seite durch eine signifikant höhere Volumendichte 
und Numerische Dichte im Vergleich zu der Versuchsgruppe 2 und der Kontrollgruppe aus, andererseits 
zeigt sie eine signifikant geringere Fläche der Kapillaren verglichen mit diesen beiden Gruppen 
(p=0,000). Die Kapillaranschnitte sind in der Versuchsgruppe 2 signifikant geringer als in der 
Kontrollgruppe (p=0,000). Die Werte können der Abb. 4.24, S. 67 entnommen werden. Die Arterien- 
und Venenanschnitte sind in der Versuchsgruppe generell geringer als in der Kontrollgruppe, in der 
Versuchsgruppe 1 wenig größer als in der Versuchsgruppe 2. Die Flächen der Arteriolen-
/Venolenanschnitte weisen nur sehr geringe Unterschiede zwischen den Gruppen auf, wobei die 

































Abb. 4.24: Darstellung der Fläche der Blutgefäße in den Hengsthoden der Kontroll- und 
Versuchsgruppe (Mediane) 
 
Insgesamt kann also festgestellt werden, dass es in der mit Testosteron behandelten Gruppe, die früher 
kastriert worden ist, zu einem Anstieg der Blutgefäßanzahl, insbesondere der Kapillaren, kommt. Diese 
Kapillaren wiederum weisen im Anschnitt eine sehr geringe Fläche auf.  
Je länger die Testosteronbehandlung zurück liegt, umso mehr nähern sich die untersuchten Parameter 
wieder der Kontrollgruppe an. 
 
4.2.4 Immunhistologische Hodenbefunde der behandelten Hengste 
Eine Übersicht zu den immunhistologisch untersuchten Zellpopulationen ist in Kap. 3.5.4, S. 37 f. 
aufgeführt. Die Zellen innerhalb der Hoden der Versuchstiere weisen ein unterschiedliches 
Expressionsmuster auf. Grundsätzlich und unabhängig von der untersuchten Zellpopulation gilt für den 
Ergebnisteil, dass die angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 sowie der Wachstumsfaktor TGF-α 
diffus intrazytoplasmatisch und die Rezeptoren VEGF-R2 (Flk-1) und Tie2 diffus intrazytoplasmatisch 
und membranös exprimiert werden. Abweichungen von diesem Expressionsmuster werden für die 
entsprechenden Zellen gesondert aufgeführt. Die Expressionsintensität sowie die Anzahl der positiv mit 
dem verwendeten Antikörper reagierenden Zellen sind variabel ausgeprägt. Es wurde der 
Immunreaktive Score für jeden Faktor/Rezeptor und jede Zellpopulation ermittelt (vgl. Kap. 3.5.5, S. 38 
f.). Die Ergebnisse sind zum Teil in Tabellenform dargestellt. In Kap. 9.7.2.3, S. 148 ff. und Kap. 
9.7.2.4, S. 152 ff. befindet sich eine Bilddokumentation ausgewählter Befunde. 
 
4.2.4.1 Immunhistologische Befunde des Hodenparenchyms 
Die Expressionsintensität und die Anzahl der positiv mit den verwendeten immunhistologischen 
Markern reagierenden Zellen sind im Hodenparenchym der Versuchstiere sehr variabel ausgeprägt (vgl. 
Tab. 4.4, S. 69 und Tab. 4.5, S. 70). 
Die IRS-Werte der einzelnen untersuchten angiogenen Faktoren/Rezeptoren (VEGF A, VEGF-R2, 
Ang2, Tie2, TGF-α) in den Zellpopulationen im Hodenparenchym sind in der gesamten Versuchsgruppe 




Keimzellen (α*=0,560) und in den Leydig-Zellen (α*=0,646), des IRS von VEGF-R2 in den Sertoli-
Zellen (α*=0,718), des IRS von Ang2 in den Keimzellen (α*=0,465), des IRS von Tie2 in den Sertoli-
Zellen (α*=0,478). Innerhalb der jeweiligen Versuchsgruppe 1 und 2 ist somit bis auf wenige Ausnah-
men keine Normalverteilung gegeben: Diese Ausnahmen bilden der IRS von VEGF A in den Leydig-
Zellen (VG1: α*=0,628 und VG2: α*=0,596) und der IRS von VEGF-R2 in den Sertoli-Zellen (VG1: 
α*=0,888 und VG2: α*=0,841) und in den Leydig-Zellen der VG1 (α*=0,586). Der IRS von Ang2 in 
den Sertoli- und Leydig-Zellen der VG1 (α*=0,789 bzw. 0,586) und in den Keimzellen der VG2 
(α*=0,722) weist ebenfalls eine Normalverteilung der Werte auf, ebenso der IRS von Tie2 in den Serto-
li- und Leydig-Zellen der VG1 (α*=0,752 bzw. 0,476) und der VG2 (α*=0,732 bzw. 0,656) und in den 
Stromazellen der VG1 (α*=0,662). Die Prüfung der Signifikanzen erfolgte mittels des T-Tests bzw. der 
nichtparametrischen Tests. Hinsichtlich der IRS-Werte der untersuchten angiogenen Faktoren und Re-
zeptoren in den einzelnen Zellpopulationen liegen innerhalb der beiden Versuchsgruppen keine signifi-
kanten Unterschiede zwischen den Hodenseiten vor (p>0,05).  
 
Die Hoden beider Versuchsgruppen exprimieren in der Tubulusmembran lediglich vereinzelt 
geringgradig VEGF A und TGF-α, während eine VEGF-R2- und Ang2-Expression in der 
Tubulusmembran nicht nachgewiesen werden kann (IRS in Versuchsgruppe 1: VEGF A: 0,17, VEGF-
R2: 0,00, Ang2: 0,00, TGF-α: 0,30; IRS in Versuchsgruppe 2: VEGF A: 0,56, VEGF-R2: 0,00, Ang2: 
0,00, TGF-α: 0,10). Tie2 wird von der Tubulusmembran zu 100 % (Versuchsgruppe 1) bzw. 51 bis 80 
% (Versuchsgruppe 2) mit einer geringgradigen Intensität exprimiert (IRS=1,00 bzw. 0,63).  
Die Stromazellen in den Hoden der beiden Versuchsgruppen exprimieren die untersuchten Faktoren 
VEGF A und TGF-α lediglich vereinzelt geringgradig, während in dieser Zellpopulation keine VEGF-
R2- und Ang2-Expression nachgewiesen werden kann (IRS in Versuchsgruppe 1: VEGF A: 0,09, 
VEGF-R2: 0,00, Ang2: 0,00, TGF-α: 0,02; IRS in Versuchsgruppe 2: VEGF A: 0,19, VEGF-R2: 0,00, 
Ang2: 0,00, TGF-α: 0,04). Tie2 wird von 51 bis 80 % der Stromazellen gering- bis mittelgradig, teils 
auch nukleär, exprimiert (IRS=1,37 (VG1) bzw. IRS=0,90 (VG2)). 
 
4.2.4.1.1 Versuchsgruppe 1 
Die Sertoli-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 1 (vgl. Tab. 4.4, S. 69) weisen eine Koexpression 
der untersuchten angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 sowie deren Rezeptoren VEGF-R2 und Tie2 
auf, wobei die Anzahl der exprimierenden Zellen variabel ausgeprägt ist. Während VEGF A, VEGF-R2 
und Tie2 von 51 bis 80 % der Sertoli-Zellen exprimiert werden, weisen 41 bis 50 % der Zellen eine 
Ang2-Expression auf. Die Expressionsintensität ist in diesem Zusammenhang gering- bis mittelgradig 
ausgeprägt (IRS=1,45-2,98; vgl. Tab. 4.4, S. 69). Während bezüglich VEGF A neben dem diffus 
intrazytoplasmatischen und membranösen teilweise auch ein nukleäres Expressionsmuster beobachtet 
werden kann, weisen VEGF-R2 und Ang2 neben der üblichen Verteilung teilweise auch ein 
intrazytoplasmatisch perinukleäres Expressionsmuster auf. Bezogen auf Tie2 wird zusätzlich zum diffus 
intrazytoplasmatischen und membranösen teilweise auch ein nukleäres sowie ein intrazytoplasmatisch 
perinukleäres Expressionsmuster festgestellt. 
Eine TGF-α-Expression kann in den Sertoli-Zellen der Hoden in der Versuchsgruppe 1 nicht 






Tab. 4.4: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Keim-, Sertoli- und Leydig-Zellen 




51-80 100 PP(%) 
EI +-++ +-++ VEGF A 
IRS 1,45 2,33 
PP(%) 51-80 11-20 
EI +-++ + VEGF-R2 
IRS 2,98 0,20 
PP(%) 41-50 21-40 
EI +-++ +-++ Ang2 
IRS 2,12 0,33 
PP(%) 51-80 21-40 
EI +-++ +-++ Tie2 
IRS 2,67 0,75 
PP(%) 100 100 
EI - - TGF-α 
IRS 0,00 0,00 
Legende zu Tab. 4.4 vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
Die Leydig-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 1 (vgl. Tab. 4.4) sind durch eine Koexpression 
von VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 gekennzeichnet, wobei die Anzahl der positiv mit den 
verwendeten Antikörpern reagierenden Zellen sowie die Expressionsintensität variabel ausgeprägt ist. 
Während VEGF A von allen Leydig-Zellen gering- bis mittelgradig exprimiert wird (IRS=2,33), weisen 
lediglich 21 bis 40 % dieser Zellpopulation eine Ang2- und Tie2-Expression auf. Diesbezüglich wird 
eine geringgradige, vereinzelt auch mittelgradige Expression von Ang2 (IRS=0,33) und eine gering- bis 
mittelgradige Expression von Tie2 (IRS=0,75) beobachtet. Bei lediglich 11 bis 20 % der Leydig-Zellen 
kann eine geringgradige VEGF-R2-Expression beobachtet werden (IRS=0,20). Bezogen auf Tie2 liegt 
neben dem diffus intrazytoplasmatischen und membranösen teilweise auch ein nukleäres 
Verteilungsmuster vor. 
Eine TGF-α-Expression kann in den Leydig-Zellen der Versuchsgruppe 1 nicht nachgewiesen werden 
(IRS=0,00). 
Da in den Hoden der Versuchstiere aus der Gruppe 1 eine fortgeschrittene Atrophie der Tubuli 
seminiferi mit lediglich in vereinzelten Tubuli sichtbaren Spermatogonien (ZINGREBE 2010) 
nachweisbar ist (vgl. Kap. 4.2.2.1, S. 52), bleiben die Hoden dieser Gruppe bezüglich der Beurteilung 
des immunhistologischen Verhaltens der untersuchten Angiogenesemarker für den Parameter 
Keimzellen außer Acht.  
Zusammenfassung: Zahlreiche Sertoli-Zellen in der Versuchsgruppe 1 weisen eine gering- bis 
mittelgradige Expression von VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 auf. Während alle Leydig-Zellen der 
Versuchsgruppe 1 VEGF A mit geringer bis mittlerer Intensität exprimieren, zeigt der überwiegende 




TGF-α wird weder von den Sertoli-Zellen noch von den Leydig-Zellen in der Versuchsgruppe 1 expri-
miert. Die Tubulusmembran und die Stromazellen weisen ebenfalls überwiegend keine VEGF A-, 
VEGF-R2-, Ang2- und TGF-α-Expression auf. Tie2 hingegen wird von einem Großteil des 
Bindegewebes geringgradig exprimiert. 
 
4.2.4.1.2 Versuchsgruppe 2 
Die Keimzellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.5) sind durch eine Koexpression der 
untersuchten angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 sowie deren Rezeptoren VEGF-R2 und Tie2 
gekennzeichnet, wobei die Anzahl der positiv mit den verwendeten Antikörpern reagierenden Zellen 
und die Expressionsintensität variieren. In nahezu allen Keimzellen kann eine gering- bis mittelgradige 
VEGF A-Expression (IRS=2,80) beobachtet werden. Dagegen zeigen lediglich 11 bis 20 % dieser 
Zellen eine VEGF-R2- und 41 bis 50 % dieser Zellen eine Ang2-Expression mit einer geringgradigen 
Intensität (IRS=0,15 bzw. 0,43). Alle Keimzellen weisen wiederum eine gering- bis mittelgradige Tie2-
Expression auf (IRS=4,25). Bezogen auf VEGF A und Tie2 wird neben dem diffus 
intrazytoplasmatischen (und im Falle des Tie2 membranösen) zum Teil auch ein nukleäres 
Expressionsmuster beobachtet. In den Keimzellen der Versuchsgruppe 2 kann keine TGF-α-Expression 
nachgewiesen werden (IRS=0,00). 
 
Tab. 4.5: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Keim-, Sertoli- und Leydig-Zellen 
in der Versuchsgruppe 2 
Immunhistologischer  
Marker 
Keimzellen Sertoli-Zellen Leydig-Zellen 
PP(%) 81-100 81-100 100 
EI +-++ +-++ +-+++ VEGF A 
IRS 2,80 1,98 6,19 
PP(%) 11-20 81-100 21-40 
EI + +-+++ + VEGF-R2 
IRS 0,15 4,12 0,30 
PP(%) 41-50 51-80 51-80 
EI + +-++ + Ang2 
IRS 0,43 2,64 0,60 
PP(%) 100 51-80 51-80 
EI +-++ +-+++ +-+++ Tie2 
IRS 4,25 4,09 3,63 
PP(%) 100 100 100 
EI - - - TGF-α 
IRS 0,00 0,00 0,00 
Legende zu Tab. 4.5: vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
Die Sertoli-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.5) sind durch eine Koexpression 
von VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 gekennzeichnet, wobei die Anzahl der positiv mit den verwen-




Zellen zeigt eine VEGF A-, VEGF-R2-, Ang2- und Tie2-Expression, wobei die Expressionsintensität 
für VEGF A und Ang2 gering- bis mittelgradig (IRS=1,98 bzw. 2,64) und für VEGF-R2 und Tie2 über-
wiegend gering- bis mittelgradig (IRS=4,12 bzw. 4,09) ausgeprägt ist. Bezüglich VEGF A wird zu dem 
diffus intrazytoplasmatischen teils auch ein nukleäres Expressionsmuster beobachtet, bei VEGF-R2, 
Ang2 und Tie2 zusätzlich auch ein intrazytoplasmatisch perinukleäres Verteilungsmuster. Eine TGF-α-
Expression kann in den Sertoli-Zellen der Versuchsgruppe 2 nicht nachgewiesen werden (IRS=0,00). 
Die Leydig-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.5, S. 70) zeigen eine Koexpression 
von VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2, wobei die Anzahl der positiv mit den verwendeten 
Antikörpern reagierenden Zellen und die Expressionsintensität variabel ausgeprägt sind. Alle Leydig-
Zellen der Gruppe 2 exprimieren VEGF A, wobei die Expressionsintensität gering- bis hochgradig 
ausgeprägt ist (IRS=6,19). Dagegen wird VEGF-R2 lediglich von einem geringen Anteil der Zellen (21 
bis 40 %) mit einer geringgradigen Intensität exprimiert (IRS=0,30). 51 bis 80 % der Leydig-Zellen 
exprimieren Ang2 und seinen Rezeptor Tie2, wobei die Expressionsintensiät bezogen auf Ang2 
lediglich geringgradig ausgeprägt (IRS=0,60) ist, während bei Tie2 eine gering- bis hochgradige 
Expression beobachtet werden kann (IRS=3,63). Die Leydig-Zellen in der Versuchsgruppe 2 
exprimieren den TGF-α nicht (IRS=0,00). 
 
Zusammenfassung: Innerhalb des Hodenparenchyms der Versuchsgruppe 2 kann eine große 
Variabilität in der Expression der untersuchten Faktoren/Rezeptoren festgestellt werden. VEGF A wird 
in nahezu allen Keim- und Sertoli-Zellen überwiegend gering- bis mittelgradig und in allen Leydig-
Zellen überwiegend mittel- bis hochgradig exprimiert. Während lediglich wenige Keimzellen (11 bis 20 
%) und Leydig-Zellen (21 bis 40 %) eine geringgradige VEGF-R2-Expression zeigen, exprimieren 
nahezu alle Sertoli-Zellen den Rezeptor gering- bis hochgradig. Zahlreiche Keimzellen (41 bis 50 %) 
und Leydig-Zellen (51 bis 80 %) exprimieren Ang2 geringgradig, während viele Sertoli-Zellen eine 
gering- bis mittelgradige Ang2-Expression aufweisen. Die Tie2-Expression ist in einem Großteil der 
Sertoli- und Leydig-Zellen und in allen Keimzellen überwiegend gering- bis mittelgradig ausgeprägt. 
Das Hodenparenchym zeigt keine TGF-α-Expression, wobei lediglich vereinzelte Stromazellen diesen 
Faktor geringgradig exprimieren. Das Bindegewebe (Tubulusmembran, Stromazellen) weist ebenfalls 
überwiegend keine VEGF A-, VEGF-R2- und Ang2-Expression auf. Tie2 wird hingegen von einem 
Großteil des Bindegewebes geringgradig exprimiert. 
 
4.2.4.2 Immunhistologische Befunde der vaskulären Strukturen der Hoden 
Innerhalb der Hoden der Versuchstiere sind Kapillaren, Arteriolen und Venolen sowie Arterien und 
Venen nachweisbar. Demzufolge werden die Endothelzellen dieser Gefäße und die Myozyten sowie 
die Adventitia der Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen immunhistologisch untersucht und beurteilt.  
Die IRS-Werte der einzelnen untersuchten angiogenen Faktoren/Rezeptoren (VEGF A, VEGF-R2, 
Ang2, Tie2, TGF-α) in den Zellpopulationen im Hodenparenchym sind in der gesamten Versuchsgruppe 
(VG1 und VG2 gemeinsam) nicht normalverteilt (α*<0,4), mit Ausnahme des IRS von VEGF-R2 in den 
Myozyten der Arteriolen/Venolen (α*=0,409), des IRS von Tie2 in den Endothelzellen der Kapillaren, 
Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen (α*=0,847 bzw. 0,591 bzw. 0,451) sowie des IRS von TGF-α 
in arteriellen/venösen Endothelzellen (α*=0,487). Innerhalb der jeweiligen Versuchsgruppe 1 und 2 ist 
überwiegend keine Normalverteilung gegeben, Ausnahmen hiervon sind in der Tab. 4.6, S. 72 aufge-
führt. Die Prüfung der Signifikanzen erfolgte mittels des T-Tests bzw. der nichtparametrischen Tests. 




Zellpopulationen liegen in der Regel keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hodenseiten vor 
(p>0,05). Ausnahmen hiervon werden für die entsprechenden Zellpopulationen separat aufgeführt. 
 
Tab. 4.6: Normalverteilte IRS-Werte der vaskulären Strukturen der Versuchsgruppe 
Zellpopulation Versuchsgruppe 1 Versuchsgruppe 2 
Kapilläre 
Endothelzellen 
Ang2 (α*=0,639); Tie2 (α*=0,775); 
TGF-α (α*=0,789) Tie2 (α*=0,758) 
EZ der Arteriolen/ 
Venolen 
Ang2 (α*=0,898); Tie2 (α*=0,674); 
TGF-α (α*=0,822) 
VEGF-R2 (α*=0,684); Tie2 
(α*=0,686); TGF-α (α*=0,657) 
MZ der Arteriolen/ 
Venolen 
Ang2 (α*=0,943); VEGF-R2 
(α*=0,716); Tie2 (α*=0,669); TGF-
α (α*=0,448) 
Tie2 (α*=0,722); TGF-α (α*=0,853) 
EZ der Arterien/  
Venen 
Ang2 (α*=0,985); VEGF-R2 
(α*=0,548); Tie2 (α*=0,983); TGF-
α (α*=0,905) 
 
MZ der Arterien/ 
Venen 
VEGF-R2 (α*=0,671); Tie2 
(α*=0,628); TGF-α (α*=0,767)  
Legende zu Tab. 4.6: α*= exakte Signifikanz ; EZ=Endothelzellen, MZ=Myozyten 
 
In der Adventitia der Arteriolen/Venolen und der Arterien/Venen beider Versuchsgruppen werden 
VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und TGF-α nicht exprimiert (IRS=0,00). In der Adventitia der Arterien und 
Venen der Versuchsgruppe 1 sowie in der Adventitia der Arteriolen und Venolen der Versuchsgruppe 2 
kann vereinzelt eine geringgradige Expression des Rezeptors Tie2 beobachtet werden (IRS=0,17 bzw. 
0,19). Bezogen auf die Tie2-Expression in der Adventitia der Arterien/Venen in der Versuchsgruppe 1 
kann neben der diffus intrazytoplasmatischen teilweise auch eine nukleäre Verteilung beobachtet 
werden. In der Adventitia der Arteriolen/Venolen der Versuchsgruppe 2 liegt neben der diffus 
intrazytoplasmatischen teils auch eine intrazytoplasmatisch perinukleäre Verteilung vor. 
 
4.2.4.2.1 Versuchsgruppe 1 
Die kapillären Endothelzellen der Versuchsgruppe 1 (vgl. Tab. 4.7, S. 73) zeigen eine Koexpression 
aller untersuchten angiogenen Faktoren und Rezeptoren. Diesbezüglich sind die Anzahl der positiv mit 
den verwendeten Antikörpern reagierenden Zellen sowie die Expressionsintensität variabel ausgeprägt 
(vgl. Tab. 4.7, S. 73). Während VEGF A von einem Großteil dieser Zellpopulation exprimiert wird, 
weisen lediglich 11 bis 20 % der Endothelzellen eine Expression des Rezeptors VEGF-R2 auf. Dagegen 
exprimieren (nahezu) alle Zellen Ang2 und dessen Rezeptor Tie2 sowie TGF-α. Bezogen auf die 
angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 wird eine gering- bis mittelgradige Expressionsintensität 
beobachtet (IRS=1,42 bzw. 1,87), während für VEGF-R2 lediglich eine geringgradige Intensität 
nachweisbar ist (IRS=0,13). Tie2 und TGF-α werden dagegen von den kapillären Endothelzellen mittel- 
bis hochgradig exprimiert (IRS=6,75 bzw. 6,5). 
Alle Endothelzellen der Arteriolen und Venolen (vgl. Tab. 4.7, S. 73) der Versuchsgruppe 1 sind 
durch eine Expression von Ang2, Tie2 und TGF-α gekennzeichnet. Die Expression ist bezogen auf 




gradig (IRS=7,71) ausgeprägt. Ein Großteil dieser Zellpopulation weist ebenfalls eine gering- bis mit-
telgradige VEGF A-Expression auf (IRS=1,63), während lediglich 21 bis 40 % der Zellen den Rezeptor 
VEGF-R2 mit geringer Intensität (IRS=0,17) exprimieren.  
 
Tab. 4.7: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Endothelzellen des 
Hodenparenchyms in Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Versuchsgruppe 1 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Kapillare Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 51-80 81-100 100 
EI +-++ +-++ +-++ VEGF A 
IRS 1,42 1,63 2,33 
PP(%) 11-20 21-40 41-50 
EI + + + VEGF-R2 
IRS 0,13 0,17 0,42 





IRS 1,87 3,28 3,00 
PP(%) 100 100 100 




IRS 6,75 7,71 6,48 
PP(%) 100 100 81-100 




IRS 6,50 5,45 3,80 
Legende zu Tab. 4.7: vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
Die arteriellen und venösen Endothelzellen (vgl. Tab. 4.7) weisen eine Koexpression der untersuchten 
angiogenen Faktoren und deren Rezeptoren auf, wobei die Anzahl der positiv mit den verwendeten 
Antikörpern reagierenden Zellen sowie die Expressionsintensität variabel ausgeprägt sind. Während 
VEGF A, Ang2 und Tie2 von allen und TGF-α von zahlreichen Endothelzellen exprimiert werden, ist 
eine VEGF-R2-Expression in lediglich 41 bis 50 % dieser Zellpopulation darstellbar. Bezogen auf die 
angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 liegt eine gering- bis mittelgradige Expressionsintensität vor 
(IRS=2,33 bzw. 3,00), während Tie2 und TGF-α variabel (gering- bis hochgradig) exprimiert werden 
(IRS=6,48 bzw. 3,80). Die VEGF-R2-Expression ist lediglich geringgradig ausgeprägt (IRS=0,42). 
Bezogen auf Tie2 wird neben dem diffus intrazytoplasmatischen und membranösen Expressionsmuster 
teilweise auch eine intrazytoplasmatisch perinukleäre Verteilung beobachtet.  
 
Zusammenfassung: Mit zunehmender Blutgefäßgröße nimmt die Anzahl der VEGF A-exprimierenden 
Endothelzellen in den Hoden der Versuchsgruppe 1 zu. Der VEGF-R2 wird in allen Blutgefäßtypen 
lediglich von weniger als 50 % der Endothelzellen exprimiert, jedoch nimmt der Anteil der positiv mit 




thelzellen und alle Endothelzellen der größeren Gefäße exprimieren Ang2 mit gering- bis mittelgradiger, 
vereinzelt (in Arteriolen/Venolen) auch mit hochgradiger Intensität. Eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression kann in (nahezu) allen Endothelzellen aller Blutgefäße beobachtet werden. Die Anzahl der 
TGF-α-exprimierenden Zellen sowie auch die Expressionsintensität nehmen mit zunehmender Blutge-
fäßgröße ab. 
 
In der Versuchsgruppe 1 weisen die Myozyten der Arteriolen/Venolen (vgl. Tab. 4.8) eine 
Koexpression aller untersuchten immunhistologischen Faktoren/Rezeptoren mit einer variablen Anzahl 
der positiv mit den verwendeten Antikörpern reagierenden Zellen und einer variablen 
Expressionsintensität auf. VEGF A und VEGF-R2 werden von nahezu allen Myozyten mit einer gering- 
bis mittelgradigen Intensität exprimiert (IRS=1,63 bzw. 2,62). Alle Zellen dieser Zellpopulation zeigen 
eine Ang2-, Tie2- und TGF-α-Expression. Diesbezüglich ist im Falle von Ang2 eine gering- bis 
mittelgradige Expression (IRS=2,35) und bezogen auf Tie2 und TGF-α eine sehr variable (gering- bis 
hochgradige) Expression (IRS=4,75 bzw. 5,43) nachweisbar. Neben einem diffus 
intrazytoplasmatischen und membranösen Expressionsmuster kann bezogen auf Tie2 teilweise auch eine 
nukleäre Verteilung und bezogen auf TGF-α auch eine intrazytoplasmatisch periphere Verteilung 
beobachtet werden. Hinsichtlich der Ang2-Expression innerhalb der Myozyten der Arteriolen/Venolen 
können signifikante Unterschiede zwischen den Hodenseiten festgestellt werden (p=0,043). 
 
Tab. 4.8: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Myozyten des Hodenparenchyms in 
Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Versuchsgruppe 1 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 81-100 100 
EI +-++ +-++ VEGF A 
IRS 1,63 1,40 
PP(%) 81-100 100 
EI +-++ +-++ VEGF-R2 
IRS 2,62 3,80 
PP(%) 100 100 
EI +-++ +-++ Ang2 
IRS 2,35 2,47 





(überwiegend ++) Tie2 
IRS 4,75 4,33 





(überwiegend ++) TGF-α 
IRS 5,43 4,62 





Alle arteriellen/venösen Myozyten in den Hoden der Versuchsgruppe 1 (vgl. Tab. 4.8, S. 74) sind 
durch eine Koexpression der untersuchten angiogenen Faktoren und deren Rezeptoren (VEGF A, 
VEGF-R2, Ang2, Tie2 und TGF-α) gekennzeichnet. Die Expression von VEGF A, VEGF-R2 und Ang2 
erfolgt mit einer gering- bis mittelgradigen Intensität (IRS=1,40-3,80). Bezogen auf Tie2 und  TGF-α 
wird eine überwiegend mittelgradige Expression nachgewiesen (IRS=4,33 bzw. 4,62). Hinsichtlich Tie2 
ist neben dem diffus intrazytoplasmatischen und membranösen auch ein nukleäres und 
intrazytoplasmatisch perinukleäres Expressionsmuster feststellbar. Bezüglich TGF-α kann neben der 
diffus intrazytoplasmatischen Verteilung teilweise auch ein intrazytoplasmatisch peripheres 
Expressionsmuster beobachtet werden.  
 
Zusammenfassung: In der Versuchsgruppe 1 weisen die Myozyten der Arteriolen und Venolen sowie 
der Arterien und Venen eine Koexpression aller untersuchten immunhistologischen Faktoren und deren 
Rezeptoren (VEGF A, VEGF-R2, Ang2, Tie2, TGF-α) auf. Die Expressionsintensität variiert 
überwiegend zwischen gering- bis mittelgradig für VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 bzw. mittel- bis 
hochgradig für TGF-α. 
 
4.2.4.2.2 Versuchsgruppe 2 
In der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.9, S. 76) kann in allen kapillären Endothelzellen eine 
Koexpression von VEGF A, Tie2 und TGF-α beobachtet werden. Die Expression ist bezogen auf VEGF 
A und TGF-α gering- bis mittelgradig (IRS=1,75 bzw. 3,16), bezogen auf Tie2 überwiegend 
mittelgradig (IRS=5,65) ausgeprägt. Lediglich ein geringer Teil der Endothelzellen in den Kapillaren 
(11 bis 20 %) zeigt eine gering- bis mittelgradige VEGF-R2-Expression (IRS=0,38). Ang2 wird von 51 
bis 80 % dieser Zellpopulation ebenfalls mit gering- bis mittelgradiger Intensität exprimiert (IRS=0,76). 
Hinsichtlich der VEGF-R2-Expression innerhalb der kapillären Endothelzellen können geringe 
signifikante Unterschiede zwischen den Hodenseiten festgestellt werden (p=0,047). 
Alle Endothelzellen der Arteriolen/Venolen der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.9, S. 76) weisen eine 
gering- bis mittelgradige Expression von VEGF A (IRS=2,00) und eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression (IRS=7,50) auf. Darüber hinaus exprimieren nahezu alle Zellen dieser Population gering- bis 
mittelgradig Ang2 (IRS=1,00) und TGF-α (IRS=3,04). VEGF-R2 wird lediglich von 41 bis 50 % der 
Endothelzellen gering- bis mittelgradig exprimiert (IRS=0,68).  
Alle Endothelzellen der Arterien/Venen der Versuchsgruppe 2 (vgl. Tab. 4.9, S. 76) sind durch eine 
Koexpression von VEGF A, Ang2, Tie2 und TGF-α mit einer variablen Expressionsintensität 
gekennzeichnet. VEGF-R2 wird dagegen lediglich von 41 bis 50 % dieser Zellpopulation exprimiert. 
Bezogen auf die untersuchten angiogenen Faktoren VEGF A, Ang2 und TGF-α wird eine gering- bis 
mittelgradige Expression (IRS=2,10-2,50) beobachtet, während die Rezeptoren eine geringgradige 
(VEGF-R2; IRS=0,44) bzw. eine mittel- bis hochgradige (Tie2; IRS=8,38) Expression zeigen. 
Bezüglich der Tie2-Expression kann neben einer diffus intrazytoplasmatischen und membranösen 
teilweise auch eine intrazytoplasmatisch perinukleäre Verteilung festgestellt werden. Hinsichtlich der 
TGF-α-Expression innerhalb der arteriellen/venösen Endothelzellen können signifikante Unterschiede 







Tab. 4.9: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Endothelzellen des Hodenparen-
chyms in Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Versuchsgruppe 2 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Kapillare Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 100 100 100 
EI +-++ +-++ +-++ VEGF A 
IRS 1,75 2,00 2,25 
PP(%) 11-20 41-50 41-50 
EI +-++ +-++ + VEGF-R2 
IRS 0,38 0,68 0,44 
PP(%) 51-80 81-100 100 
EI +-++ +-++ +-++ Ang2 
IRS 0,76 1,00 2,10 
PP(%) 100 100 100 
EI +-+++ ++-+++ ++-+++ Tie2 
IRS 5,65 7,50 8,38 




+-++ +-++ TGF-α 
IRS 3,16 3,04 2,50 
Legende zu Tab. 4.9: vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
Zusammenfassung: Alle Endothelzellen der Versuchsgruppe 2 weisen eine überwiegend gering- bis 
mittelgradige Expression von VEGF A und TGF-α auf, wobei im Fall des VEGF A der IRS mit 
zunehmender Blutgefäßgröße höher ist, für TGF-α dagegen niedriger. Der VEGF-R2 wird, unabhängig 
von der Blutgefäßgröße, von maximal 50 % der Endothelzellen exprimiert. Allerdings kann in 
zahlreichen Endothelzellen der Kapillaren und Arteriolen/Venolen eine gering- bis mittelgradige VEGF-
R2-Expression nachgewiesen werden, während zahlreiche Endothelzellen der Arterien lediglich eine 
geringgradige Expression aufweisen. Der IRS des Ang2 steigt ebenfalls mit zunehmender 
Blutgefäßgröße. Während ein Großteil der kapillären Endothelzellen Ang2 geringgradig exprimiert, 
kann in allen arteriellen/venösen Endothelzellen eine gering- bis mittelgradige Expression beobachtet 
werden. Die intensivste Tie2-Expression mit dem höchsten IRS ist in den Endothelzellen der 
Arterien/Venen nachweisbar, während der niedrigste IRS für Tie2 in den kapillären Endothelzellen zu 
finden ist.  
In den Blutgefäßen der Versuchstiere aus der Versuchsgruppe 2 weisen (nahezu, siehe Ang2) alle Myo-
zyten der Arteriolen und Venolen (vgl. Tab. 4.10, S. 77) eine Koexpression des VEGF A, Ang2, Tie2 
und TGF-α auf. Dagegen wird VEGF-R2 lediglich von 41 bis 50 % dieser Zellpopulation exprimiert. 
Die Expressionsintensität ist bei allen untersuchten angiogenen Faktoren und deren Rezeptoren gering- 
bis mittelgradig ausgeprägt (IRS=0,90-3,25). Neben der diffus intrazytoplasmatischen und membranö-
sen Verteilung kann teilweise bezogen auf Tie2 auch ein nukleäres und bezogen auf TGF-α auch ein 




Expression innerhalb der Myozyten der Arteriolen/Venolen können signifikante Unterschiede zwischen 
den Hodenseiten festgestellt werden (p=0,034). 
Alle Myozyten der Arterien/Venen exprimieren VEGF A, Ang2, Tie2 und TGF-α mit variabler 
Intensität (vgl. Tab. 4.10). VEGF-R2 wird von 51 bis 80 % dieser Zellpopulation exprimiert. Bezüglich 
VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und TGF-α ist die Expression gering- bis mittelgradig ausgeprägt 
(IRS=0,88-2,40). Tie2 wird dagegen überwiegend mittel- bis hochgradig und lediglich vereinzelt 
geringgradig exprimiert (IRS=5,70). Für Tie2 kann neben der diffus intrazytoplasmatischen Verteilung 
teilweise auch ein nukleäres und intrazytoplasmatisch perinukleäres Expressionsmuster beobachtet 
werden. TGF-α weist dagegen neben der diffus intrazytoplasmatischen teils eine intrazytoplasmatisch 
periphere Verteilung auf.  
 
Tab. 4.10: Expressionsverhalten und Immunreaktiver Score der Myozyten des Hodenparenchyms in 
Abhängigkeit von dem Blutgefäßtyp in der Versuchsgruppe 2 
Blutgefäßtyp Immunhistologischer  
Marker Arteriole/Venole Arterie/Vene 
PP(%) 100 100 
EI +-++ +-++ VEGF A 
IRS 1,45 2,20 
PP(%) 41-50 51-80 
EI +-++ +-++ VEGF-R2 
IRS 0,90 0,88 
PP(%) 81-100 100 
EI +-++ +-++ Ang2 
IRS 1,16 1,45 





IRS 3,25 5,70 
PP(%) 100 100 
EI +-++ +-++ TGF-α 
IRS 3,20 2,40 
Legende zu Tab. 4.10: vgl. Legende zu Tab. 4.1 
 
Zusammenfassung: In der Versuchsgruppe 2 weisen alle Myozyten eine Expression von VEGF A, 
Ang2, Tie2 und TGF-α, wobei die Expressionsintensität von gering- bis mittelgradig (bzw. mittel- bis 
hochgradig bei Tie2 in den Myozyten der Arterien/Venen) variiert. VEGF-R2 wird lediglich von einem 





4.2.4.3 Zusammenfassung der immunhistologischen Befunde im behandelten Hengsthoden im 
Vergleich zu der Kontrollgruppe 
Die in der vorliegenden Studie untersuchten Strukturen und Zellpopulationen (Basalmembran und 
Stromazellen, Sertoli-Zellen, Leydig-Zellen, Keimzellen, kapilläre Endothelzellen, Endothelzellen und 
Myozyten der Arteriolen/Venolen sowie der Arterien/Venen) zeigen zumeist eine Koexpression von 
VEGF A, VEGF-R2, Ang2, Tie2 und TGF-α, wobei die Expressionsintensität und die Anzahl der 
exprimierenden Zellen variieren. Daraus ergeben sich teils signifikante (p<0,05) Unterschiede der IRS-
Werte zwischen den einzelnen Gruppen (KG, VG1, VG2). 
4.2.4.3.1  Basalmembran, Stromazellen und Adventitia 
Bezogen auf das Bindegewebe kann zusammenfassend für die Hoden der Hengste aus den beiden 
Versuchsgruppen festgestellt werden, dass in den Stromazellen, der Tubulusmembran und der 
Adventitia der Blutgefäße lediglich Tie2 mit einer geringgradigen Intensität exprimiert wird. In der KG 
kann dagegen eine Tie2-Expression lediglich in den Stromazellen und der Tubulusmembran 
nachgewiesen werden. 
4.2.4.3.2 Sertoli-Zellen 
Die Sertoli-Zellen (vgl. Abb. 4.25) zeigen in der VG1, verglichen mit der KG und der VG2, den 
niedrigsten IRS von VEGF A und Ang2 (p>0,05). Hinsichtlich des IRS von VEGF-R2 und Tie2 werden 
in den Sertoli-Zellen jeweils größere IRS-Werte von der KG über die VG1 bis zu der VG2 gemessen, 
wobei die Unterschiede nicht signifikant sind (p>0,05). Der Tie2-IRS-Wert ist in der VG2 signifikant 
höher als in der KG (p=0,042). Es kann in den Sertoli-Zellen aller Gruppen keine Expression von TGF-
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Die Leydig-Zellen (vgl. Abb. 4.26, S. 79) weisen in der VG1 kleinere IRS-Werte von VEGF A, VEGF-
R2, Ang2 und Tie2 auf als in der KG, für VEGF A, Ang2 und Tie2 ist dieser Unterschied signifikant 
(p(VEGF A)=0,000; p(Ang2)=0,009; p(Tie2)=0,002). Die IRS-Werte von VEGF A, VEGF-R2, Ang2 
und Tie2 sind in der VG2 im Vergleich zu der VG1 höher, wobei die Unterschiede hier lediglich für 
VEGF A signifikant sind (p=0,020). Alle IRS-Werte der VG2 bezogen auf die Leydig-Zellen sind 
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Die Keimzellen (vgl. Abb. 4.27) weisen, bezogen auf VEGF A und VEGF-R2, einen geringeren IRS in 
der VG2 verglichen mit der KG auf (p>0,05), während der IRS von Ang2 gleich ist und der IRS von 
Tie2 in der VG2 ansteigt (p>0,05). Aufgrund der fortgeschrittenen Atrophie des Keimepithels in den 
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4.2.4.3.5 Kapillaren (Endothelzellen) 
Die kapillären Endothelzellen (vgl. Abb. 4.28, S. 80) der KG zeigen die höchsten, die der VG1 die 
niedrigsten VEGF A-IRS-Werte, diese Unterschiede sind jedoch statistisch nicht signifikant (p>0,05). 
Auch hinsichtlich VEGF-R2 ist die VG1 mit dem geringsten IRS-Wert gekennzeichnet, während der 
maximale Wert in der VG2 erreicht wird (jeweils p>0,05). Die Expression von Ang2 und TGF-α verhält 
sich gleichläufig, so kann der höchste IRS-Wert für diese Faktoren, im Gegensatz zu VEGF A und 
VEGF-R2, in der VG1 beobachtet werden, während die Versuchsgruppe 2 jeweils den niedrigsten 
Betrag aufweist. Signifikante Unterschiede ergeben sich in diesem Zusammenhang bezüglich TGF-α 
zwischen der KG und der VG1 (p=0,002) sowie zwischen der VG1 und der VG2 (p=0,007) und 
bezüglich Ang2 zwischen der KG und der VG2 (p=0,005). Hinsichtlich Tie2 kann eine Abnahme des 
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4.2.4.3.6 Arteriolen/Venolen (Endothelzellen, Myozyten) 
In den Endothelzellen der Arteriolen/Venolen (vgl. Abb. 4.29) ist der IRS-Wert von VEGF A in der 
VG1 geringer als der in der KG (p>0,05). In der VG2 wird diesbezüglich ein höherer Wert als in der 
VG1, jedoch verglichen mit der KG ein niedrigerer Wert verzeichnet (jeweils p>0,05). Bezogen auf den 
IRS von VEGF-R2 zeigt sich in der VG1 ein etwas niedrigerer Wert als in der KG (p>0,05). In der VG2 
ist der IRS von VEGF-R2 höher als jener in der KG und VG1 (p>0,05). Auch im Falle von Ang2 ist ein 
geringgradig höherer IRS in den Endothelzellen der Arteriolen/Venolen in der VG1 im Vergleich zu der 
KG nachweisbar (p>0,05). In der VG2 kann wiederum ein diesmal signifikant geringerer Ang2-IRS-
Wert in den Endothelien der Arteriolen/Venolen im Vergleich zu der KG (p=0,025) und VG1 (p=0,019) 
verzeichnet werden. Bezüglich Tie2 ist von der KG über die VG1 bis zu der VG2 eine Abnahme des 
IRS zu beobachten (p>0,05). Die Endothelzellen der Arteriolen/Venolen der VG1 zeigen teils 
signifikant höhere IRS-Werte von TGF-α im Vergleich zu der KG (p=0,011) und der VG2 (p>0,05), 
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In den Myozyten der Arteriolen/Venolen (vgl. Abb. 4.30, S. 81) nimmt der IRS-Wert bezogen auf die 
VEGF A-Expression von der KG zu der VG1 und weiter zu der VG2 ab (p>0,05). Alle weiteren im-
munhistologisch untersuchten Marker (VEGF-R2, Ang2, Tie2 und TGF-α) zeigen die höchsten IRS-
Werte in der VG1 und, mit Ausnahme des VEGF-R2, die niedrigsten Werte in der VG2. Signifikante 




α zwischen der KG und der VG1 (p(VEGF-R2)=0,006; p(Ang2)=0,040; p(TGF-α)=0,001) sowie zwi-
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4.2.4.3.7 Arterien/Venen (Endothelzellen, Myozyten) 
Entsprechend der VEGF A-Expression in den Kapillaren und Arteriolen/Venolen ist der IRS von VEGF 
A auch in den Endothelzellen der Arterien/Venen (vgl. Abb. 4.31, S. 82) in der KG am höchsten 
(p>0,05). Im Gegensatz zu den Endothelien in Kapillaren und Arteriolen/Venolen ist der IRS von VEGF 
A in den arteriellen/venösen Endothelzellen der VG2 niedriger als in der VG1 (p>0,05).  
In den arteriellen/venösen Endothelzellen wird, im Gegensatz zu den Endothelzellen in Kapillaren und 
Arteriolen/Venolen, bereits in der VG1 ein signifikant größerer VEGF-R2-IRS-Wert verglichen mit der 
KG verzeichnet (p=0,038). Das Maximum zeigt allerdings die VG2, in welcher der IRS von VEGF-R2 
signifikant größer ist als in der KG (p=0,028). 
Hinsichtlich des Ang2-IRS-Wertes wird eine Abnahme von der KG über die VG1 zu der VG2 
beobachtet (p>0,05). 
Der IRS von Tie2 zeigt in den Endothelzellen der Arterien/Venen sein Maximum in der VG2, im 
Gegensatz zu den Kapillaren und Arteriolen/Venolen, die den geringsten IRS in der VG2 aufweisen. Der 
niedrigste IRS-Wert von Tie2 ist in der VG1 zu finden. Die Unterschiede sind diesbezüglich nicht 
statistisch signifikant (p>0,05). 
Die Expression von TGF-α verhält sich in den Endothelzellen der Arterien/Venen wie in jenen der 
Kapillaren und Arteriolen/Venolen. Während die VG1 den höchsten IRS-Wert aufweist, ist der 
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Bezüglich der arteriellen/venösen Myozyten (vgl. Abb. 4.32) ist in der VG1 ein niedrigerer IRS von 
VEGF A nachweisbar als in der KG, während dieser in der VG2, im Gegensatz zu den Myozyten in 
Arteriolen/Venolen, größer ist als in der VG1, jedoch geringer als in der KG (jeweils p>0,05).  
Entsprechend den Myozyten in Arteriolen/Venolen werden in den Myozyten der Arterien/Venen in der 
VG1 signifikant höhere IRS-Werte bezogen auf die VEGF-R2-Expression im Vergleich zu der VG2 
(p=0,07) und der KG (p=0,003) gemessen werden.  
Dieser Effekt wird auch bezogen auf Ang2 und TGF-α in den Myozyten der Arterien/Venen beobachtet. 
Signifikante Unterschiede werden diesbezüglich in der TGF-α-Expression zwischen der KG und der 
VG1 verzeichnet (p=0,004), im Übrigen sind die Unterschiede geringfügig (p>0,05). 
Im Gegensatz zu den Myozyten der Arteriolen/Venolen ist der IRS des Tie2 in den Myozyten der 
Arterien/Venen der VG1 niedriger als in der KG und der VG2 (p>0,05). In der VG2 ist der IRS von 
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5.1 Ziel der Arbeit 
Ziel der vorliegenden Arbeit ist es 
- mittels morphometrischer Untersuchungen den Einfluss von Durateston® auf die Blutgefäß-
entwicklung im peripubertären Hengsthoden zu untersuchen und damit eine eventuelle Beein-
flussung der testikulären Angiogenese durch das anabol-androgene Steroid Testosteron zu eruieren, 
- mittels morphometrischer Untersuchungen die Reversibilität des Testosteroneinflusses auf die 
Angiogenese zu überprüfen und 
-  mittels immunhistologischer Untersuchungen die Angiogenese im Hengsthoden vor und nach einer 
Behandlung mit dem anabol-androgenen Steroid Testosteron mit Hilfe ausgewählter angiogener 
Faktoren und Rezeptoren darzustellen und zu charakterisieren. 
 
5.2 Kritische Beurteilung des Untersuchungsmaterials und der 
Untersuchungsmethoden 
Für diese Arbeit stand ein relativ geringes Untersuchungsgut mit insgesamt 28 Hoden aus 14 Hengsten 
zur Verfügung. Die Versuchsdurchführung (Durateston®-Gabe, Kastration, Einsendung der Hoden in 
das Institut für Veterinär-Pathologie der Universität Leipzig) erfolgte durch ZINGREBE (2010). Für 
einige Hengste waren Vorberichte (Alter des Tieres, Körpergewicht, Hodengewicht, Hodendimension) 
verfügbar.  
Das Alter der Hengste spielt für die Untersuchungen eine wichtige Rolle. Die Leydig-Zellen älterer 
Hengste produzieren mehr Testosteron als die Zellen jüngerer Tiere, wodurch sich die gesamte 
Verteilung des Hodenvolumens ändert (AMANN 2011). Alle Hengste befanden sich zum Zeitpunkt der 
Versuchsdurchführung (Anabolikaapplikation) in einem Alter zwischen 21 und 24 Monaten, da nach 
ZINGREBE (2010) in diesem Entwicklungsstadium Anabolika am häufigsten eingesetzt werden.  
Es konnte bei Kaninchen ein Zusammenhang zwischen der angiogenen Aktivität im Hoden und der 
Fütterung festgestellt werden, wobei die Anzahl der Blutgefäße bei Tieren, die ad libitum gefüttert 
werden, am höchsten ist (CARVALHO et al. 2009). Die Haltungs- und Fütterungsbedingungen der 
Versuchstiere der vorliegenden Studie waren gleich und es wurde Wert auf gleiche 
Aufzuchtbedingungen gelegt (ZINGREBE 2010). 
 
Es erhielten sieben Hengste viermal im Abstand von drei Wochen Durateston®. Nach ZINGREBE 
(2010) tritt die Wirkung des enthaltenen Testosterons sofort ein und hält für ca. vier Wochen an. Somit 
kann von einer konstanten Testosteronzufuhr ohne Absinken der Serumwerte ausgegangen werden. Von 
diesen sieben Hengsten wurden drei Tiere vier Wochen nach der letzten Durateston®-Applikation 
kastriert. Es ist anzunehmen, dass jene Hengste (VG1) noch immer unter dem Einfluss der vier Wochen 
zuvor erfolgten exogenen Testosteronzufuhr standen. Die anderen vier Tiere wurden zwölf Wochen 
nach der letzten Durateston®-Applikation kastriert. Hinsichtlich dieser Zeitspanne ist anzunehmen, dass 
die Testosteronwirkung nachgelassen hat. 
 
Zu Studien bezüglich der Angiogeneseinduktion in den Hoden peripubertärer Hengste infolge einer Tes-




wurden daher erstmals vergleichende morphometrische Untersuchungen an unbehandelten Hengsthoden 
sowie an Hoden nach erfolgter Testosteronbehandlung vorgenommen. Dazu wurden die Blutgefäße 
immunhistologisch mit dem Faktor TGF-α dargestellt und anhand morphometrischer und histologischer 
Kriterien kategorisiert. Um das Vorliegen von Anisotropie weitestgehend außer Acht lassen zu können, 
wurde die Volumendichte ermittelt, da sie unabhängig von eben dieser ist (FILLUNGER 1935, 
WEIBEL et al. 1966). Zur weiteren morphometrischen Auswertung wurden die Numerische Dichte so-
wie der Flächeninhalt der einzelnen Blutgefäßanschnitte gemessen. 
Des Weiteren erfolgten immunhistologische Untersuchungen bezüglich der Angiogenese und der 
Expression der Angiogenesefaktoren VEGF A und Ang2 sowie deren Rezeptoren VEGF-R2 und Tie2. 
TGF-α ist ebenfalls in der Angiogenese beteiligt (SCHREIBER et al. 1986) und wurde diesbezüglich 
ebenfalls ausgewertet. 
 
Es konnten anamnestische Besonderheiten zweier Hengste der Kontrollgruppe festgestellt werden. In 
dem Vorbericht des Hengstes 1 in der Kontrollgruppe ist eine Torsion des rechten Hodens erwähnt. Der 
rechte Hoden des Hengstes 6 aus der Kontrollgruppe lag vorberichtlich „in der Tiefe“ (ohne präzisierte 
Lageangaben). Diese beiden Hoden wurden dennoch in das Untersuchungsgut aufgenommen. Bezogen 
auf die Anzahl der Blutgefäße können keine signifikanten Unterschiede zwischen diesen beiden Hoden 
und den anderen untersuchten Hoden in der Kontrollgruppe festgestellt werden.  
 
5.3 Beurteilung der morphometrischen Untersuchungsergebnisse in 
Abhängigkeit von einer Durateston®-Behandlung  
5.3.1 Ergebnisse der morphometrischen Untersuchung in der Kontrollgruppe 
Die Hoden der Hengste, die keine Durateston®-Behandlung erhielten, zeigen die niedrigste 
Volumendichte und Numerische Dichte im Vergleich zu den Versuchstieren. 
Die Flächeninhalte der einzelnen Blutgefäßanschnitte sind in den Hoden der Kontrolltiere, verglichen 
mit den Tieren der Versuchsgruppen am größten. 
 
5.3.2 Ergebnisse der morphometrischen Untersuchung vier Wochen nach einer Durateston®-
Behandlung 
Bereits in der H.-E.-Färbung fällt, im Vergleich zu der Kontrollgruppe, eine ausgeprägte 
Vaskularisierung auf. 
Die Volumendichte der Blutgefäße insgesamt hat sich nach der Behandlung der Hengste mit Dura-
teston® signifikant erhöht. Die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von Blutgefäßen im Hodenparen-
chym von peripubertären Hengsten steigt somit infolge einer Testosteronbehandlung an. Dieser Effekt 
konnte bereits im Hoden von Ratten nachgewiesen werden (BERGH u. DAMBER 1991). Die erhobenen 
Befunde entsprechen ebenfalls denen von FRANCK-LISSBRANT et al. (1998), die einen Anstieg der 
Volumendichte einzelner Blutgefäßkomponenten (Gefäßlumina und Gefäßwandkomponenten wie Endo-
thelzellen, Perizyten und glatte Muskelzellen) in der Prostata von Ratten nach einer Testosteronbehand-
lung nachgewiesen haben. In der Mäuseprostata kann ebenfalls ein Anstieg der vaskulären Dichte, mit 
lokalen Unterschieden, nach einer Testosteronbehandlung beobachtet werden (WANG et al. 2007b). 
Auch CHEN et al. (2012) kamen zu dem Ergebnis, dass eine Testosteronbehandlung die kapilläre Dichte 




stieg der Gesamtfläche aller testikulären Blutgefäße im Hodenanschnitt beobachten, welches mit einer 
erhöhten Testosteronkonzentration einhergeht. 
Die Behandlung mit Durateston® führt im eigenen Untersuchungsgut zu einem signifikanten Anstieg der 
Anzahl der Blutgefäßanschnitte je mm² Hoden (Numerische Dichte). Diese Ergebnisse stimmen mit 
denen von BASTOS et al. (2011) überein, die im menschlichen Präputium eine Erhöhung der 
Blutgefäßanzahl sowie der Numerischen Dichte nach einer Behandlung mit Testosteron beobachten. 
Auch SIEVEKING et al. (2010) konnten eine Zunahme der kapillären Dichte im Muskel von Mäusen 
nach einer Androgenbehandlung nachweisen. Lediglich LOUISSAINT,JR. et al. (2002) sahen in ihren 
Untersuchungen im Stimmzentrum von Singvögeln keine Unterschiede zwischen einer 
testosteronbehandelten und einer Kontrollgruppe. 
In den Hoden der Versuchstiere werden eine Fibrose unterschiedlicher Ausprägung sowie eine Atrophie 
der Tubuli seminiferi beobachtet (ZINGREBE 2010). Diese Tatsache lässt zunächst die Vermutung zu, 
dass die Beobachtung einer erhöhten Blutgefäßanzahl täuscht, da in einem Sichtfeld vermehrt 
Interstitien mit Blutgefäßen sichtbar sind im Vergleich zu der Kontrollgruppe, in welcher die Tubuli 
seminiferi dominieren. Jedoch können in den Hoden der Versuchsgruppen vermehrt zusammenliegende 
Blutgefäße angetroffen werden. Die Blutgefäße weisen auch unabhängig vom Typus insbesondere 
Veränderungen der Fläche auf, die nicht durch eine Bindegewebseinlagerung beeinflusst sind.  
 
Wie erwähnt steigt durch eine Testosteronbehandlung die Anzahl der einzelnen Blutgefäßanschnitte pro 
mm² Hoden und somit auch die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von Blutgefäßen allgemein, jedoch 
haben die Blutgefäße in diesen Hoden eine geringere Fläche als die unbehandelten Tiere. Insbesondere 
die Kapillaren sind vier Wochen nach der letzten Durateston®-Applikation im Anschnitt signifikant 
kleiner als die später kastrierten und die Kontrolltiere. Obwohl nach SIEVEKING (2010) eine 
Behandlung mit Dihydrotestosteron im Muskel nur sehr geringe Effekte auf den Gefäßdurchmesser hat, 
können in der vorliegenden Untersuchung besonders diese kleinen Kapillaren in erhöhter Zahl mit hoher 
Wahrscheinlichkeit als Vorliegen eines frühen angiogenetischen Prozesses infolge der 
Testosteronbehandlung gewertet werden. 
NAKATSU et al. (2003) haben festgestellt, dass es in den Endothelzellen embryonaler Umbilikalvenen 
durch die Wirkung von VEGF A jedoch zu einem erhöhten Blutgefäßdurchmesser mit einer Hyperplasie 
der Endothelzellen kommt. In der vorliegenden Untersuchung kann dieser Fakt ebenfalls beobachtet 
werden: In den Hoden der Versuchsgruppe 1 liegt im Vergleich zu der Kontrollgruppe eine verminderte 
VEGF A-Expression in den einzelnen Zellpopulationen der Hoden vor (vgl. Kap. 5.4.2, S. 89 ff.), 
wodurch möglicherweise der verminderte Lumendurchmesser in den Hoden der Versuchsgruppe 1 zu 
erklären ist. Es handelt sich vermutlich um ein frühes Stadium der Angiogenese mit primärer Wirkung 
von Ang2 (vgl. Kap. 5.4.2, S. 89 ff.), welches die Reifungs- und Stabilisierungsvorgänge der jungen 
Gefäße hemmt und zu einer Auflockerung der engen Gefäßstruktur führt (HANAHAN 1997, 
MAISONPIERRE et al. 1997, LOBOV et al. 2002). 
LOUISSAINT et al. (2002) haben jedoch eine Zunahme des Kapillardurchmessers und eine höhere ka-
pilläre Fläche nach Testosteronbehandlung im Stimmzentrum von Singvögeln nachgewiesen. Demnach 
steht ein Anstieg des Gefäßdurchmessers für eine Zellproliferation (NAKATSU et al. 2003). Die Gefäß-
dilatation beim adulten Tier entsteht möglicherweise aufgrund einer Ausdünnung der Endothelzell-
schicht sowie hämodynamischer Kräfte bzw. infolge der Anregung der Endothelzellproliferation durch 
VEGF A (NAKATSU et al. 2003). Neben der lokalen Wirkung von VEGF A spielt der Blutfluss eben-




Rahmen der embryonalen Vaskulogenese führt VEGF A zu einer Erweiterung der Blutgefäße, einer sog. 
Sinusbildung (DRAKE u. LITTLE 1995, DRAKE u. LITTLE 1999).  
 
5.3.3 Ergebnisse der morphometrischen Untersuchung zwölf Wochen nach einer Durateston®-
Behandlung (Reversibilität der Testosteronwirkung) 
Bereits zwölf Wochen nach der letztmaligen Durateston®-Applikation kann in den Hoden wieder eine 
Abnahme der Volumendichte der Blutgefäße im Vergleich zu den Tieren, die früher kastriert wurden, 
verzeichnet werden. Die Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von Blutgefäßen nimmt somit nach 
Beendigung der Testosteronzufuhr wieder ab. Allerdings ist die Volumendichte nach zwölf Wochen 
(noch) nicht auf das Niveau der Kontrolltiere abgesunken. 
Die Fläche der Kapillaren ist in der Versuchsgruppe 2 im Vergleich zur Gruppe 1 signifikant erhöht. 
Auch die Flächen der Arteriolen/Venolen sind in den Hoden der Versuchsgruppe 2 größer als in der 
Gruppe 1. Die Arterien/Venen der später kastrierten Versuchstiere weisen noch geringfügig kleinere 
Flächeninhalte auf als die der früher kastrierten Tiere. Insgesamt sind die Anschnittsflächen der 
Blutgefäße in der Versuchsgruppe 2 noch geringer als in der Kontrollgruppe. 
Je länger die Testosteronbehandlung zurückliegt, umso geringer wird im eigenen Untersuchungsgut 
auch die Numerische Dichte, d.h. nach Beendigung der Testosteronapplikation nimmt ebenfalls die 
Blutgefäßanzahl je mm² Hoden wieder ab. Die Ausgangswerte aus der Kontrollgruppe werden allerdings 
nicht erreicht. 
Es konnte bereits in diversen Studien ermittelt werden, dass es infolge einer Kastration, und somit einer 
Verringerung der Testosteronproduktion, zu einer Reduktion der Blutgefäße in der Prostata (FRANCK-
LISSBRANT et al. 1998), im Muskel (SIEVEKING et al. 2010) und im Herzen (CHEN et al. 2012) 
kommt.  
 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass eine Testosteronbehandlung zu einer gesteigerten 
Volumendichte und einer erhöhten Numerischen Dichte führt, während vor allem die Kapillaren eine 
kleinere Fläche aufweisen. Anhand der vorliegenden Untersuchungsergebnisse kann geschlussfolgert 
werden, dass der pro-angiogene Effekt des Testosterons mit hoher Wahrscheinlichkeit reversibel ist.  
Mittels der durchgeführten Untersuchungen kann jedoch keine Aussage getroffen werden, wann das 
Maximum der Angiogenese vorliegt. In kastrierten Mäusen kann bereits einen Tag nach Testosteron-
Applikation ein deutlicher Anstieg der vaskulären Dichte in der Prostata verzeichnet werden (WANG et 
al. 2007a). Das Maximum wird nach drei Tagen erreicht und die Werte normalisierten sich wieder nach 
10 Tagen (WANG et al. 2007a). In der mir zugänglichen Literatur gibt es keine Hinweise darauf, zu 
welchem Zeitpunkt es beim peripubertären Hengst nach einer Androgenbehandlung zu einem Absinken 
der angiogenetischen Parameter im Hoden kommt. Es konnte lediglich mittels der durchgeführten 
Untersuchungen nachgewiesen werden, dass die Volumendichte und die Numerische Dichte vier 
Wochen post applicationem am höchsten und die Werte acht Wochen später niedriger sind, wobei die 
Ausgangswerte, wie sie in der Kontrollgruppe vorliegen, nach zwölf Wochen nicht erreicht wurden. 
Dieser Aspekt sollte in weiteren Untersuchungen an einem größeren Untersuchungsgut überprüft 




5.4 Beurteilung der immunhistologischen Untersuchungsergebnisse in 
Abhängigkeit von einer Durateston®-Behandlung  
5.4.1 Ergebnisse der immunhistologischen Untersuchung in der Kontrollgruppe 
5.4.1.1 Hodenparenchym 
Fast alle Leydig-Zellen der Kontrollhoden weisen eine mittel- bis hochgradige Expression von VEGF A 
und Tie2 auf (IRS=8,23 bzw. 5,38). Die Ang2-Expression ist in nahezu allen Leydig-Zellen 
überwiegend gering- bis mittelgradig ausgeprägt (IRS=1,29). Der VEGF-R2 wird dagegen nur von 41 
bis 50 % der Zellen mit einer geringgradigen Intensität exprimiert (IRS=0,60).  
In den „Interstitialzellen“ adulter Mäuse (NALBANDIAN et al. 2003, MAHARAJ et al. 2006) und im 
humanen Hodengewebe (ERGÜN et al. 1997) konnte ebenfalls eine deutliche Expression des VEGF A 
und des VEGF-R2 (NALBANDIAN et al. 2003) nachgewiesen werden. VEGF A als parakriner 
mitogener und angiogener Faktor beeinflusst die Kapillarisierung und die Funktionen der testikulären 
Blutgefäße im menschlichen Hoden (ERGÜN et al. 1997). Zudem steigert VEGF A, in Abhängigkeit 
von seiner Konzentration, die Testosteronproduktion in den Leydig-Zellen von Mäusen (HWANG et al. 
2007). Die intensive VEGF A-Expression in den Leydig-Zellen der eigenen Kontrolltiere könnte 
möglicherweise ein Indiz für eine Stimulation der Testosteronproduktion sein.  
In den Kontrollhoden wird VEGF A von allen Sertoli-Zellen exprimiert, während VEGF-R2, Ang2 und 
Tie2 lediglich in 51 bis 80 % dieser Zellen mit einer gering- bis mittelgradigen Intensität nachgewiesen 
werden können. Die Befunde der VEGF A-Expression in den Sertoli-Zellen stimmen mit denen von 
NALBANDIAN et al. (2003) überein, die zwar eine starke VEGF A-Expression, jedoch, entgegen den 
Ergebnissen der eigenen Untersuchungen, keine VEGF-R2-Expression in den Sertoli-Zellen von 
Mäusen nachgewiesen haben. Andere Autoren wiesen auch eine mittel- bis hochgradige Expression des 
VEGF A in den Sertoli- und Leydig-Zellen von Menschen (ERGÜN et al. 1997) sowie elf weiteren 
Vertebraten, wie u.a. Hund, Ziege, Bison und Wildtiere wie Leopard, Nashorn (REDDY et al. 2012) 
nach. Die Variation der Expression könnte durch Faktoren wie dem Alter der Tiere und deren 
Zuchtsaison bedingt sein (REDDY et al. 2012) und möglicherweise auch von der Spezies abhängen.  
In den Hoden von Mäusen wird ebenso eine Akkumulation von VEGF A in den Sertoli- und Leydig-
Zellen beobachtet, während in den Keimzellen und den vaskulären Endothelzellen nur eine geringe 
Reaktion mit dem VEGF A-Antikörper verzeichnet werden kann (YOUNG u. NELSON 2000). Dies 
konnten auch COLLIN und BERGH (1996) in den Leydig-Zellen von Ratten feststellen.  
In allen Keimzellen der Kontrollhoden des eigenen Untersuchungsgutes kann überwiegend eine 
mittelgradige Tie2-Expression (IRS=4,08) verzeichnet werden, während Ang2 nur von wenigen dieser 
Zellen mit einer geringgradigen Intensität exprimiert wird. Die zudem vorliegende mittelgradige VEGF 
A-Expression in den Keimzellen der Kontrollhoden entspricht ebenfalls den Befunden von REDDY et 
al. (2012) in verschiedenen untersuchten Tierarten. Der VEGF-R2 wird lediglich von wenigen Zellen 
mit einer geringgradigen Intensität exprimiert. VEGF A und VEGF-R2 beeinflussen die Proliferation 
bzw. Differenzierung der Keimzellen während der Spermatogenese, abhängig vom Alter der Tiere 
(NALBANDIAN et al. 2003). Die mittel-, teils hochgradige VEGF A-Expression in dem 
Hodenparenchym der Kontrolltiere könnte demzufolge mit hoher Wahrscheinlichkeit Ausdruck einer 
Regulierung der Keimzellbildung sein. In adulten Mäusen weist nach NALBANDIAN et al. (2003) 
hingegen kein Stadium der Spermatogenese eine VEGF A- bzw. VEGF-R2-Expression auf. Jedoch 




TGF-α wird als angiogener Faktor von den Zellen im Hodenparenchym der Kontrolltiere nicht expri-
miert. 
5.4.1.2 Testikuläre Blutgefäße und Stromazellen 
Immunhistologisch sind die Endothelzellen und Myozyten der Kapillaren sowie der Arterio-
len/Venolen und der Arterien/Venen in der Kontrollgruppe durch eine gering- bis mittelgradige Ex-
pression von VEGF A, Ang2 und TGF-α gekennzeichnet.  
Die Angaben zu einer VEGF A-Expression in den Blutgefäßen variieren in der Literatur sehr stark. In 
den Blutgefäßen des menschlichen Hodengewebes haben ERGÜN et al. (1997) keine Reaktion mit dem 
VEGF A-Antikörper beobachten können. In der Aorta von Mäusen wird VEGF A in den Endothelzellen 
exprimiert (MAHARAJ et al. 2006). Obwohl große Mengen an VEGF A im Hoden produziert werden, 
ist in den Hoden adulter Männer keine aktive Angiogenese zu beobachten (BROWN et al. 1995).  
Die Blut-Hoden-Schranke ist im Vergleich zu anderen kapillären Blut-Gewebe-Schranken bisher wenig 
untersucht (MAHARAJ et al. 2006). Möglicherweise deutet die Korrelation von einer geringen VEGF 
A-Expression und impermeablen Blutgefäßen darauf hin, dass VEGF A in geringen Konzentrationen für 
ein Überleben der Endothelzellen fungiert, während hohe Konzentrationen wichtig für eine gesteigerte 
Permeabilität und die Ausbildung von Fenestrationen sind (MAHARAJ et al. 2006). 
Sowohl die Endothelzellen als auch die Myozyten aller Blutgefäßtypen im eigenen Untersuchungsgut 
weisen eine starke Tie2-Expression auf. Die Endothelzellen zeigen dabei die intensivste Expression. 
Dies lässt die Schlussfolgerung zu, dass zahlreiche Rezeptoren für Ang2 zur Verfügung stehen. Entspre-
chend den Ergebnissen von HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON et al. (2003) ist auch im eigenen Tiergut 
die Ang2-Expression in den Arterien/Venen der Kontrollhoden am intensivsten und in den Kapillaren 
am schwächsten ausgeprägt. VEGF A dient in diesem Zusammenhang sehr wahrscheinlich als Co-
Faktor für Ang2, da es nur wenig aktive VEGF-Rezeptoren gibt. Unter Anwesenheit von VEGF A übt 
Ang2 einen indirekt pro-angiogenen Effekt aus und führt so zu einer Lösung der endothelialen Bindun-
gen (HANAHAN 1997, MAISONPIERRE et al. 1997, MEZQUITA et al. 1999, LOBOV et al. 2002) 
(vgl. Kap. 2.4.2.2, S. 16 f.). Dieser Effekt scheint auch bei unbehandelten Tieren im Hoden physiolo-
gisch zu sein, da sich die Hodengefäße in einem ständigen Umbau aufgrund der Steroidhormonproduk-
tion und Spermatogenese befinden (COLLIN u. BERGH 1996, LECOUTER u. FERRARA 2002). 
Der VEGF-R2 wird in den Hoden der eigenen Kontrolltiere lediglich von wenigen Myozyten und ein-
zelnen Endothelzellen mit einer geringgradigen Intensität exprimiert. Die Expression von VEGF A und 
VEGF-R2 in den Endothelzellen spricht nach MAHARAJ et al. (2006) für eine autokrine Wirkung. 
Die deutliche Expression von TGF-α in den Endothelzellen und Myozyten der testikulären Blutgefäße 
in der Kontrollgruppe deutet, wie in Kap. 2.4.2.3, S. 18 beschrieben, ebenfalls auf einen endothelzell-
proliferativen Vorgang und somit auf eine angiogene Aktivität hin, wie auch KLAGSBRUN u. 
D’AMORE (1991) in den Endothelien der Lunge beschreiben. TGF-α stimuliert zeit- und konzentrati-
onsabhängig die VEGF A-Expression (DETMAR et al. 1994, GILLE et al. 1997). Die TGF-α-
vermittelte VEGF A-Expression spielt eine wichtige Rolle in der Initiation und Erhaltung der steigenden 
vaskulären Hyperpermeabilität und somit der Angiogenese in der frühen Phase (GILLE et al. 1997). 
Die Stromazellen und die Adventitia weisen keine bzw. lediglich eine sehr geringgradige Expression 
der untersuchten angiogenen Faktoren und Rezeptoren auf und scheinen somit keine Rolle im Rahmen 
der Angiogenese zu spielen. 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass in den unveränderten Hoden der Kontrollhengste eine 




falls insbesondere durch ihre VEGF A-Expression einen fördernden Beitrag nicht nur zur Angiogenese, 
sondern auch zur Keimzellbildung. Der permanente Umbau der Blutgefäße ist auch im unbehandelten 
Hoden von wichtiger Bedeutung. 
 
5.4.2 Ergebnisse der immunhistologischen Untersuchung vier Wochen nach einer Durateston®-
Behandlung (Versuchsgruppe 1) 
5.4.2.1 Hodenparenchym 
Die Leydig-Zellen der Versuchsgruppe 1 exprimieren VEGF A, Ang2 und Tie2 mit einem signifikant 
geringeren und auch VEGF-R2 mit einem etwas geringeren IRS im Vergleich zu der Kontrollgruppe. 
Diese Befunde deuten auf eine reduzierte Aktivität der Leydig-Zellen hin. Bereits histomorphologisch 
konnte eine scheinbar reduzierte Anzahl von Leydig-Zellen in der Versuchsgruppe 1 festgestellt werden 
(vgl. Kap. 4.2.2.1, S. 52). Ursache hierfür könnte der negative Feedbackmechanismus in der Hypophyse 
und dem Hypothalamus sein (vgl. Kap. 2.1.4, S. 4 ff.), was auf die externe Supplementierung von 
Testosteron zurückzuführen ist (SANTEN 1975, FINKELSTEIN et al. 1991). Folglich wird aufgrund 
der gesenkten GnRH- und LH-Sekretion die Aktivität in den Leydig-Zellen reduziert. Auch ZINGREBE 
(2010) konnte reduzierte Hormonwerte nach einer GnRH-Stimulation in den Androgen-behandelten 
Hengsten feststellen. 
Die Sertoli-Zellen weisen in der Versuchsgruppe 1 bezüglich der Rezeptoren VEGF-R2 und Tie2 
höhere IRS-Werte auf als in der Kontrollgruppe. Es stehen somit vermutlich mehr Rezeptoren für die 
Faktoren VEGF A und Ang2 zur Verfügung. Jedoch können diesbezüglich in den Sertoli-Zellen der 
Versuchsgruppe 1 im Vergleich zur Kontrollgruppe geringere VEGF A- und Ang2-IRS-Werte ermittelt 
werden. Möglicherweise kommt es zu einer teilweise reduzierten Aktivität bezüglich der Sekretion von 
angiogenen Faktoren, wobei als Ursache ebenfalls die Testosteronapplikation und die damit verbundene 
Hemmung der Hypophyse bzw. des Hypothalamus (vgl. Kap. 2.1.4, S. 4 ff.) eine Rolle spielen 
(FINKELSTEIN et al. 1991).  
Wie auch in der Kontrollgruppe wird der TGF-α in den Leydig-Zellen und den Sertoli-Zellen der 
Versuchsgruppe 1 nicht exprimiert. 
Im Gegensatz zu den Befunden innerhalb der Hoden der frühkastrierten Hengste im eigenen 
Untersuchungsgut scheint in der Prostata von Mäusen die Expression von Ang2 wenig durch 
Testosteron beeinflusst zu werden (WANG et al. 2007a). 
5.4.2.2 Testikuläre Blutgefäße und Stromazellen 
In den kapillären Endothelzellen des eigenen Untersuchungsgutes ist der IRS von VEGF A in der Ver-
suchsgruppe 1 geringer als in der Kontrollgruppe. Die verminderte VEGF A-Expression in den testikulä-
ren Blutgefäßen der peripubertären Hengste vier Wochen nach der Androgenapplikation entspricht nicht 
den Befunden anderer Autoren, wobei deren Untersuchungen nicht spezifisch das Hodengewebe betref-
fen. So konnten SIEVEKING et al. (2010) in vitro einen Anstieg der VEGF A-Produktion in den Endo-
thelzellen (im Muskelgewebe von Mäusen) nach einer Androgenbehandlung feststellen, ebenso wie 
HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON und BERGH (2008) in der Prostata von Ratten und WANG et al. 
(2007a) in der Prostata von Mäusen. Im Stimmzentrum von Singvögeln kommt es, bedingt durch eine 
Testosteronstimulation, ebenfalls zu einer zunehmenden Produktion von VEGF A (LOUISSAINT, JR. 
et al. 2002). Es kann davon ausgegangen werden, dass die VEGF A-Expression in den Hoden (anders 
als in der Prostata) unabhängig von Veränderungen der Testosteronkonzentration erfolgt (YOUNG u. 




hängt dies auch mit dem Zeitpunkt der Messung angiogenetischer Parameter zusammen. In der vorlie-
genden Studie ist nicht zu eruieren, wann der Zeitpunkt der maximalen Angiogenese vorliegt. Es handelt 
sich in den Hoden der Versuchsgruppe 1 vermutlich um eine eher frühe angiogenetische Phase. 
In den Endothelzellen der Kapillaren der Versuchsgruppe 1 wird, entsprechend den Hoden der Kontroll-
tiere, keine bzw. nur vereinzelt eine geringe VEGF-R2-Expression nachgewiesen. Es stehen also auch in 
den kapillären Endothelzellen vermehrt Rezeptoren für die Bindung von VEGF A zur Verfügung, je-
doch wird VEGF A in diesen weniger exprimiert. Dies erklärt vermutlich auch den geringen Flächenin-
halt der Kapillaren in der Versuchsgruppe 1 (vgl. Kap. 5.3.2, S. 84 ff.), da eine Anwesenheit von VEGF 
A zu einer Lumenerweiterung führen würde, wie auch CARMELIET (2000), CONWAY et al. (2001) 
und NAKATSU et al. (2003) beschreiben (vgl. Kap. 2.4.4., S. 18 ff.). 
Bezüglich Ang2 und TGF-α liegen, verglichen mit der Kontrollgruppe, höhere IRS-Werte in der Ver-
suchsgruppe 1 vor. Bezogen auf Tie2 ist der IRS in der Kontrollgruppe zwar geringfügig größer, jedoch 
weisen insgesamt mehr Endothelzellen eine Tie2-Expression auf. Wie bereits erwähnt, könnten diese 
Befunde Ausdruck einer gesteigerten pro-angiogenen Wirkung insbesondere in der frühen Phase der 
Angiogenese sein. 
Im Vergleich zu der Kontrollgruppe zeigen die Endothelzellen und Myozyten der Arterien/Venen und 
Arteriolen/Venolen in den Hoden der Versuchsgruppe 1 bezüglich VEGF A einen geringeren IRS. 
Dagegen ist der VEGF-R2-IRS-Wert in diesen Zellpopulationen der Versuchsgruppe 1 (mit Ausnahme 
der Endothelien in Arteriolen/Venolen) signifikant größer als in der Kontrollgruppe. 
Passend zu den Ergebnissen der eigenen Untersuchungen stellten SIEVEKING et al (2010) in vitro in 
den Endothelzellen von Mäusen einen Anstieg der mRNA-Expression von VEGF-R2 nach einer Andro-
genbehandlung fest. Auch WANG et al. (2007a) verzeichnen eine gesteigerte Expression von VEGF-R2 
in der Prostata von Mäusen infolge einer Testosteronapplikation.  
Somit scheint in der Versuchsgruppe 1 des eigenen Untersuchungsgutes vermehrt VEGF-R2 für die 
Angiogenese zur Verfügung zu stehen. Da jedoch die Zellen der Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen 
(Endothelzellen/Myozyten) niedrigere VEGF A-IRS-Werte im Vergleich zu der Kontrollgruppe aufwei-
sen, kann vermutet werden, dass VEGF A (zuständig für die Endothelzellproliferation und –migration, 
vgl. Kap. 2.4.2.1, S. 15 f.) noch keine entscheidende Rolle in dieser Phase der Angiogenese spielt.  
Die Endothelzellen und Myozyten der Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen in der Versuchsgruppe 1 
zeigen, im Vergleich zu den unbehandelten Hoden im eigenen Untersuchungsgut, höhere IRS-Werte 
bezogen auf die Ang2-Expression (mit Ausnahme der Endothelzellen in Arterien/Venen). Ein signifi-
kanter Unterschied liegt in den Myozyten der Arteriolen/Venolen vor. Daher kann mit hoher Wahr-
scheinlichkeit von einer vermehrt destabilisierenden und destruierenden Wirkung auf die vorhandenen 
Blutgefäße zur Vorbereitung auf eine sich anschließende VEGF A-Wirkung ausgegangen werden 
(HANAHAN 1997, MAISONPIERRE et al. 1997, LOBOV et al. 2002).  
Der Tie2 wird in der Intima und der Media der Arterien/Venen und Arteriolen/Venolen mittel- bis hoch-
gradig, jedoch verglichen mit der Kontrollgruppe, mit einer etwas verminderten Intensität exprimiert. 
Somit stehen zwar nicht mehr, jedoch ausreichend Rezeptoren für die Ang2-Bindung zur Verfügung.  
Die im Vergleich zu den unbehandelten Hoden erhöhte TGF-α-Expression mit höheren IRS-Werten in 
den Endothelzellen und Myozyten der testikulären Arterien/Venen und Arteriolen/Venolen in der Ver-
suchsgruppe 1 ist ein Hinweis für eine pro-angiogene Aktivität, die auch KLAGSBRUN u. D’AMORE 
(1991) in den Endothelien von Lungengewebe beschreiben (vgl. Kap. 2.4.2.3, S. 18). Eine TGF-α-
Expression weist auf einen vaskulären Umbau hin (WANG et al. 2007a). Möglicherweise stimuliert 




Ang2 (HANAHAN 1997, MAISONPIERRE et al. 1997, LOBOV et al. 2002), die Initiation und Erhal-
tung der steigenden vaskulären Hyperpermeabilität, insbesondere durch den Nachweis von Gefäßdilata-
tion und –hyperämie in den Versuchsgruppen des eigenen Untersuchungsgutes, und somit die frühe 
Angiogenese (DETMAR et al. 1994, GILLE et al. 1997).  
Die Stromazellen und die Adventitia weisen keine bzw. nur eine sehr geringgradige Expression der 
untersuchten angiogenen Faktoren und Rezeptoren auf und haben daher eher keine Bedeutung. 
 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass in den Blutgefäßen der Versuchsgruppe 1 eine frühe 
Phase der Angiogenese beobachtet werden kann, da es aufgrund des Ang2-Anstiegs unter 
Testosteroneinfluss zu einer Lockerung der Gefäßstruktur kommt. Für die Wirkung von VEGF A stehen 
in den größeren Blutgefäßen im Vergleich zu der Kontrollgruppe vermehrt Rezeptoren (VEGF-R2) zur 
Verfügung. Somit kann dem Testosteron mit hoher Wahrscheinlichkeit eine pro-angiogene Wirkung im 
Hengsthoden  zugeschrieben werden. 
Der histomorphologische Nachweis von Dilatation und Hyperämie der Gefäße in der Versuchsgruppe 1 
deutet ebenfalls auf eine frühe Phase (Phase I) der Angiogenese hin. Da in dieser Gruppe der noch unter 
Testosteroneinfluss stehenden Hengste mophometrisch eine signifikante Zunahme der kapillären Dichte 
sowie auch eine im Vergleich zu den unbehandelten Tieren signifikant geringere Fläche der kapillären 
Anschnitte nachgewiesen werden kann, ist auch dies ein Indiz für eine frühe Phase (Phase II) der 
Angiogenese. 
Im Hodenparenchym ist dagegen der inhibitorische Effekt der externen Testosteronzufuhr auf die 
Adenohypophyse bzw. auf den Hypothalamus bemerkbar. Es kann in den Leydig-Zellen und teils auch 
in den Sertoli-Zellen eine verminderte Expression von angiogenen Faktoren und Rezeptoren beobachtet 
werden.  
 
5.4.3 Ergebnisse der immunhistologischen Untersuchung zwölf Wochen nach einer Durateston®-
Behandlung (Reversibilität der Testosteronwirkung in der Versuchsgruppe 2) 
5.4.3.1 Hodenparenchym 
Die Sertoli-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 zeigen bezüglich VEGF-R2, Ang2 und Tie2 
einen höheren IRS-Wert verglichen mit der Kontrollgruppe. Lediglich die VEGF A-Expression erreicht 
das Niveau der Kontrollgruppe nicht.  
Die Leydig-Zellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 weisen im Vergleich zur Kontrollgruppe 
bezüglich VEGF A, VEGF-R2, Ang2 und Tie2 jeweils einen kleineren IRS-Wert auf.  
Im Gegensatz zu den früher kastrierten Tieren im eigenen Untersuchungsgut können in den Sertoli- und 
Leydig-Zellen der Versuchsgruppe 2 höhere IRS-Werte für VEGF A-, VEGF-R2-, Ang2- und Tie2 
ermittelt werden. Möglicherweise lässt der inhibitorische Effekt des exogenen Testosterons auf die 
Hypophyse bzw. den Hypothalamus mit Beendigung der Zufuhr nach. Je länger also die 
Testosteronbehandlung zurückliegt, umso höher scheint die Expression der untersuchten angiogenen 
Faktoren und deren Rezeptoren, mit Ausnahme des TGF-α, in den Sertoli- und Leydig-Zellen zu sein.  
Die Keimzellen in den Hoden der Versuchsgruppe 2 weisen bezüglich VEGF A und VEGF-R2, vergli-
chen mit der Kontrollgruppe einen geringeren IRS-Wert auf. Möglicherweise sind die Keimzellstadien 
nach der Atrophie des Keimepithels infolge der Testosteronbehandlung (ZINGREBE 2010) noch nicht 
in dem Maße ausgereift wie in den Kontrollhoden und exprimieren den Faktor und Rezeptor nicht wie in 
reifen Keimzellen der Kontrollgruppe. Die Expression von Ang2 ist in der Kontroll- und der Versuchs-




gruppe, was ein Indiz dafür sein könnte, dass Tie2 möglicherweise in der erhöhten Bildungsphase der 
Keimzellen nach der Testosteronwirkung eine größere Rolle spielt. 
Weder die Keimzellen, noch die Sertoli- und die Leydig-Zellen exprimieren TGF-α. 
5.4.3.2 Testikuläre Blutgefäße und Stromazellen 
Die Endothelzellen der Kapillaren weisen in der Versuchsgruppe 2 verglichen mit denen in der 
Kontrollgruppe geringere IRS-Werte für VEGF A, Ang2, Tie2 und TGF-α auf. Bezogen auf Ang2 und 
TGF-α ist der Unterschied statistisch signifikant. Der VEGF-R2 wird dagegen von den kapillären 
Endothelzellen der Versuchsgruppe 2 mit einem geringfügig höheren IRS verglichen mit der 
Kontrollgruppe exprimiert. 
Im Vergleich zu der Versuchsgruppe 1 liegt in den kapillären Endothelzellen der Versuchsgruppe 2 ein 
geringer Anstieg des IRS von VEGF A und VEGF-R2 vor. Somit kann eher von einer vermehrten 
Endothelzellproliferation und –migration ausgegangen werden (vgl. Kap. 2.4.2.1, S. 15 f.). Hinsichtlich 
Ang2, Tie2 und TGF-α werden dagegen geringere IRS-Werte im Vergleich zur Versuchsgruppe 1 
gemessen, wobei der Unterschied hinsichtlich TGF-α statistisch signifikant ist.  
In den Arteriolen/Venolen der Versuchsgruppe 2 exprimieren die Endothelzellen und die Myozyten die 
untersuchten angiogenen Faktoren und deren Rezeptoren, mit Ausnahme von VEGF-R2, mit einem 
geringeren IRS im Vergleich zu der Kontrollgruppe. Hinsichtlich Ang2 (Endothelzellen) und TGF-α 
(beide Zellpopulationen) ist der Unterschied statistisch signifikant.  
Verglichen mit der Versuchsgruppe 1 weisen die Endothelzellen in der Versuchsgruppe 2 einen höheren 
IRS-Wert für VEGF A- und VEGF-R2 auf. Bezüglich Ang2 (hier mit signifikantem Unterschied), Tie2 
und TGF-α ist dagegen eine Abnahme des IRS-Wertes zu verzeichnen, wie auch in den kapillären 
Endothelzellen. Selbiges wird auch in den Myozyten der Arteriolen/Venolen hinsichtlich aller 
untersuchten Faktoren und Rezeptoren beobachtet, wobei der Unterschied bezogen auf VEGF-R2, Ang2 
und TGF-α statistisch signifikant ist. Dies könnte möglicherweise das Resultat der nachlassenden 
Testosteronwirkung sein. Es scheint somit auch in den Arteriolen/Venolen zu einer erhöhten 
Endothelzellproliferation und –migration zu kommen (vgl. Kap. 2.4.2.1, S. 15 f.).  
Entsprechend der Befunde der Tie2-Expression in Kapillaren und Arteriolen/Venolen der Gruppe 2 
haben auch JOHANSSON et al. (2005) eine verminderte Tie2-Expression in der Prostata von Ratten und 
Mäusen nach einer Kastration festgestellt und interpretieren dies als ein Indiz für eine gestörte vaskuläre 
Stabilisierung.  
Die Endothelzellen in den Arterien/Venen der Hoden der Versuchsgruppe 2 zeigen die geringsten IRS-
Werte von VEGF A und Ang2 (hier auch in den Myozyten), verglichen mit der Kontroll- und Versuchs-
gruppe 1, d.h. trotz der nachlassenden Testosteronwirkung sinken die IRS-Werte weiter. Vermutlich 
braucht es in den Zellen der Arterien/Venen, wie auch in den Myozyten der Arteriolen/Venolen, etwas 
mehr Zeit, bis diese Angiogenesemarker wieder ihr ursprüngliches Niveau erreichen. Dagegen ist der 
VEGF A-IRS in den arteriellen/venösen Myozyten der Versuchsgruppe 2 höher als in der Versuchs-
gruppe 1, jedoch niedriger als in der Kontrollgruppe. Dieser Befund lässt spekulieren, dass in dieser 
Zellpopulation die Beeinflussung durch Testosteron am schnellsten abgebaut wird. Hinsichtlich Tie2 
wird sowohl in den Endothelien als auch in den Myozyten der Arterien/Venen, entgegen den Arterio-
len/Venolen in der Versuchsgruppe 2, der höchste IRS-Wert ermittelt. Auch der IRS von VEGF-R2 ist 
in den Arterien/Venen der Versuchsgruppe 2 höher als in der Kontrollgruppe, verglichen mit der Ver-
suchsgruppe 1 ist der IRS in den Endothelzellen nahezu gleich und in den Myozyten geringer. Es han-




Proteine, die keine Aussage über den Aktivitätszustand zulassen (MÜLLER 2008). Auch das veränderte, 
teils nukleäre (in den Myozyten) und intrazytoplasmatisch perinukleäre (in Endothelzellen und Myozy-
ten) Expressionsmuster von Tie2 in den Arterien/Venen könnte darauf hindeuten. Sowohl in den Endo-
thelzellen als auch in den Myozyten der Versuchsgruppe 2 ist der TGF-α-IRS-Wert, nach einem Anstieg 
in der Versuchsgruppe 1, im Vergleich zu der Kontrollgruppe am geringsten. Dies ist vermutlich direkt 
auf die nachlassende Testosteronwirkung zurückzuführen und der pro-angiogene Effekt des TGF-α ist 
stark reduziert. 
Die Stromazellen und die Adventitia weisen keine bzw. nur eine sehr geringgradige Expression der 
untersuchten angiogenen Faktoren und Rezeptoren auf und haben daher eher keine Bedeutung. 
 
Die vaskuläre Stabilität ist abhängig von der Balance zwischen angiogenen Promotern und Inhibitoren 
(WANG et al. 2007a). Eine Reduktion von Testosteron induziert eventuell die Apoptose durch eine 
Imbalance zwischen pro-angiogenen Faktoren der VEGF-Familie und den anti-angiogenen Aktivitäten 
von Ang2 (WANG et al. 2007a). Die verminderte Expression einiger angiogener Faktoren verglichen 
mit der Kontrollgruppe könnte möglicherweise Ausdruck einer solchen Apoptose von Endothelzellen 
und/oder Myozyten sein. Dieser Punkt sollte in einer weitergehenden Untersuchung beispielsweise in 
Form weiterer immunhistologischer Untersuchungen anhand der Caspase-3 geprüft werden. 
 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass die nachlassende Testosteronwirkung zu einer 
Veränderung der Expression der untersuchten Angiogenesemarker führt. Die Effekte des Testosterons 
scheinen reversibel zu sein. So nimmt auch morphometrisch die Blutgefäßdichte nach Beendigung der 
Testosteronwirkung wieder ab, die Flächeninhalte der Kapillar- und Arteriolen-/Venolenanschnitte 
nehmen wieder zu. Auch in Bezug auf die Expression der angiogenen Faktoren und Rezeptoren wird, 
zumindest teilweise, ein reversibler Effekt beobachtet. Zwölf Wochen nach der letzten 
Testosteronapplikation reduziert sich die Expression von Ang2 und Tie2 in den Blutgefäßen. Zum 
Großteil ist der IRS-Wert sogar niedriger als in der Kontrollgruppe. Lediglich die VEGF A- und die 
VEGF-R2-Werte steigen zwölf Wochen nach beendeter Testosterongabe wieder bzw. weiterhin an. 
Somit kann davon ausgegangen werden, dass zwölf Wochen nach der Testosteronapplikation vermutlich 
die Wirkung von VEGF A dominiert, so dass die Endothelzellen sich vermehrt teilen und wandern (vgl. 
Kap. 2.4.4, S. 18 ff.), obwohl die Numerische Dichte abnimmt.  
In den Sertoli- und Leydig-Zellen des Hodenparenchyms steigt die Expression aller 
Faktoren/Rezeptoren wieder an, wobei jedoch das Niveau der Kontrollgruppe in den Leydig-Zellen 
nicht erreicht wird. Die Aktivität der Leydig-Zellen sowie deren eigene Testosteronproduktion beginnen 
(HWANG et al. 2007), ebenso die Keimzellbildung.  
 
5.5 Auswirkungen der anabol-androgenen Steroide auf die Angiogenese im 
Hengsthoden 
Über eine Beeinflussung der Angiogenese im Reproduktionstrakt männlicher Tiere ist bisher nur wenig 
bekannt. Die Steigerung der Tageslichtlänge übt einen großen Einfluss auf die Angiogenese im Hoden 
von Hamstern aus (MAYERHOFER et al. 1989). In den Hoden von Mäusen wird weniger VEGF A-
Protein nachgewiesen, wenn sie einer verkürzten Tageslichtdauer ausgesetzt waren (YOUNG u. 
NELSON 2000). Dieser Aspekt ist besonders bei Tieren mit saisonaler geschlechtlicher Aktivität von 
Bedeutung. Im Kaninchenhoden ist darüber hinaus eine ad-libitum-Fütterung für eine erhöhte Angioge-




Die Auswirkung von anabol-androgenen Steroiden wie Testosteron auf die Angiogenese im 
Hengsthoden ist bislang nicht untersucht worden. In androgenen Geweben anderer Tierarten konnte 
jedoch bereits ein positiver Einfluss der sexuellen Steroidhormone auf die VEGF A-Expression 
nachgewiesen werden (FRANCK-LISSBRANT et al. 1998, SORDELLO et al. 1998, JOHANSSON et 
al. 2005, HÄGGSTRÖM RUDOLFSSON u. BERGH 2008). In der Prostata von Mäusen wird die 
vaskuläre Antwort auf Testosteron durch angiogene Faktoren vermittelt (WANG et al. 2007b). 
Die Hodengefäße befinden sich aufgrund der Steroidhormonproduktion und der Spermatogenese in 
einem ständigen Umbau (COLLIN u. BERGH 1996, LECOUTER u. FERRARA 2002). Daher werden 
sehr wahrscheinlich auch in den testikulären Blutgefäßen der Kontrolltiere des eigenen 
Untersuchungsgutes die untersuchten angiogenen Faktoren VEGF A und Ang2 sowie teilweise deren 
Rezeptoren VEGF-R2 und Tie2 exprimiert. 
Leydig-Zellen können generell die vaskuläre Permeabilität auf direktem Wege, durch eine Sekretion von 
VEGF A oder von Entzündungsmediatoren, oder indirekt durch eine gesteigerte 
Endothelzellproliferation erhöhen (COLLIN u. BERGH 1996). Sertoli-Zellen haben ebenfalls einen 
direkten proliferativen Einfluss auf die Endothelzellen, auch indirekt durch Beeinflussung des VEGF-
Rezeptors (FAN et al. 2011). 
 
Anabole Substanzen wirken über den Androgenrezeptor (vgl. Kap. 2.5.1.4, S. 25). Dieser Rezeptor ist in 
Leydig- und Sertoli-Zellen sowie peritubulären Muskelzellen nachweisbar (BILINSKA et al. 2004, 
BILINSKA et al. 2005). Während JOHANSSON et al. (2005) den Androgen-Rezeptor in der Prostata 
von Ratten lediglich in den glatten Muskelzellen der Arteriolen/Venolen, nicht jedoch in den 
Endothelzellen nachgewiesen haben, wird er nach O’HARA und SMITH (2012) auch in den 
Endothelzellen der testikulären Blutgefäße von Mäusen exprimiert. 
Die Zufuhr von exogenem Testosteron führt zu einer Beeinflussung der Lipidperoxidation sowie zu 
einer verminderten Abwehr (Antioxidanzien) im Hoden (TOTHOVA et al. 2012). Es kommt zu einem 
Anstieg der NO-Synthase (LIAO et al. 2012) und somit auch der NO-Produktion, die abhängig von dem 
Calciumeinstrom aus dem Extrazellularraum ist (LOPES et al. 2012, CAMPELO et al. 2012). NO gilt 
wiederum als starker Initiator der Angiogenese (vgl. Kap. 2.4.3, S. 18). In weiterführenden 
immunhistologischen oder molekularbiologischen Untersuchungen wäre auch eine Überprüfung der 
eNOS und nNOS möglich. 
Die Vasomotion wird durch Testosteron positiv beeinflusst (COLLIN et al. 1993). ALEXANDRE-
PIRES et al. (2012) vermuten, dass der nachweisbare Anstieg der Vaskularisierung in den Hoden von 
Katern durch einen Anstieg der Testosteronproduktion (physiologisch im Rahmen der Reproduktion) zu 
erklären ist. Dies entspricht ebenfalls den Befunden in der vorliegenden Arbeit nach der exogenen Zu-
fuhr von Testosteron. Vier Wochen nach der Durateston®-Applikation nimmt die Vaskularisierung im 
Hoden zu und es kann eine frühe Phase der Angiogenese beobachtet werden. Diese ist gekennzeichnet 
durch eine zunehmende Volumendichte und Numerische Dichte sowie einer erhöhten Expression des 
VEGF-R2. BALTES-BREITWISCH et al. (2010) schreiben zwar dem VEGF A in der Entwicklung der 
hohen Gefäßdichte im Rattenhoden eine große Bedeutung zu, jedoch ist in der Versuchsgruppe 1 der 
VEGF A-IRS-Wert trotz des Nachweises einer erhöhten Vaskularisierung und Hyperämie/Dilatation der 
Gefäße im Vergleich zu der Kontrollgruppe vermindert. Eventuell spielt VEGF A in der Angiogenese 
des Hengsthodens nicht so eine entscheidende Rolle. Es ist auch möglich, dass die Kastration der 
Hengste zu einem eher frühen angiogenetischen Stadium erfolgte, in welchem VEGF A (noch) keine 
große Bedeutung hat. Die Fläche, insbesondere der Kapillaren, ist in der Versuchsgruppe 1 verglichen 




Expression, welches erst in der Phase III der Angiogenese zu einem größeren Lumendurchmesser führen 
soll (vgl. Kap. 2.4.4, S. 18 ff.). Insgesamt stellt dies ein Indiz für neu entstandene Kapillaren dar. Dies-
bezüglich dominiert eher die Ang2-Wirkung. Angiopoietine spielen eine bedeutende Rolle für das tes-
tosteronstimulierte Gefäßwachstum und die Gefäßreifung (JOHANSSON et al. 2005). Möglicherweise 
erfolgt die VEGF A-Expression in den Hoden (anders als in der Prostata) unabhängig von Veränderun-
gen der Testosteronkonzentration (YOUNG u. NELSON 2000).  
 
Testosteron hat einen positiven Einfluss auf den Proteinstoffwechsel. Die während der Angiogenese 
vermehrt gebildeten Kapillaren führen zu einer Erhöhung der vaskulären Austauschfläche (BERGH u. 
DAMBER 1991),  wodurch wiederum der Stoffwechsel gefördert wird. Der protein-anabole Effekt spie-
gelt sich in einer positiven Stickstoffbilanz wider und äußert sich in einer geringeren Harnstoffprodukti-
on und –exkretion (KOCHAKIAN 1976). Es werden vermehrt Aminosäuren infolge einer Testosteron-
substitution synthetisiert (FERRANDO et al. 1998). Diese wiederum sind möglicherweise auch von 
großer Bedeutung für die Synthese von Proteinen der VEGF- und Angiopoietin-Familie. Im eigenen 
Untersuchungsgut konnte diesbezüglich eine Erhöhung der Ang2-Expression (messbar in Form des IRS) 
ermittelt werden. 
 
Des Weiteren hemmt/senkt die exogene Androgenzufuhr die Ausschüttung von LH und FSH, wodurch 
wiederum die Hodenfunktion eingeschränkt ist (AURICH 2009, AMANN 2011). ZINGREBE (2010) 
konnte einen verzögerten Anstieg von LH, FSH, Testosteron und Östradiol nach einer GnRH-
Stimulation in den androgenbehandelten Hengsten feststellen. Durateston® führt zu einer deutlich herab-
gesetzten hormonellen Stimulierbarkeit der Hoden (ZINGREBE 2010). Dafür spricht auch die deutlich 
reduzierte Anzahl der Leydig-Zellen (ZINGREBE 2010) und deren verminderte Expression angiogener 
Faktoren/Rezeptoren in der Versuchsgruppe 1 im Vergleich zu der Kontrollgruppe. 
 
Der pro-angiogene Effekt von exogen zugeführtem Testosteron im peripubertären Hengsthoden scheint 
reversibel zu sein.  
Eine Kastration und damit Senkung/Aufhebung des Testosteroneinflusses führt zu einer Down-
Regulation des Androgenrezeptors sowie zu einem Absinken der endothelialen Proliferationsrate 
(JOHANSSON et al. 2005). Möglicherweise ändert sich auch im eigenen Untersuchungsgut die Regula-
tion des Rezeptors nach der Testosteronapplikation bzw. infolge der sinkenden Testosteronwirkung.  
Im Falle der Versuchsgruppe 2 führt die Beendigung der Testosteronzufuhr nach zwölf Wochen zu einer 
sinkenden Vaskularisierung. Darüber hinaus kann zu diesem Zeitpunkt in den Kapillaren und Arterio-
len/Venolen wieder eine erhöhte Expression von VEGF A und VEGF-R2 nachgewiesen werden. Dies 
spricht dafür, dass die jeweiligen Zellpopulationen ihre Funktion wiedererlangen. 
Abschließend ist nicht beurteilbar, zu welchem Zeitpunkt genau die Wirkung des exogenen Testosterons 
nachlässt. Diesbezüglich fehlen Proben zu einem früheren Zeitpunkt. 
Ob es im vorliegenden Untersuchungsgut zu einer endothelialen Apoptose kommt, wie es JOHANSSON 
et al. (2005) und GODOY et al. (2011) als Folge eines Androgenentzugs in der Prostata von Ratten und 
Menschen beschreiben, kann anhand der durchgeführten Untersuchungen nicht beurteilt werden. Diese 
Möglichkeit sollte in weiteren Untersuchungen, wie beispielsweise in einer immunhistologischen Unter-
suchung der Caspase-3 oder mittels Elektronenmikroskopie, überprüft werden. 
Auch die Zellen des Hodenparenchyms zeigen zwölf Wochen nach der letzten Durateston®-Applikation 
eine zunehmende Aktivität. Soweit ist anzunehmen, dass das negative Feedback auf den Hypothalamus 




5.6 Abschließende vergleichende Betrachtung 
Die Applikation von Durateston® führt in den Hoden der Versuchshengste zu einer Erhöhung der 
Angiogenese in Form der teils gesteigerten Expression des Rezeptors VEGF-R2 sowie der Faktoren 
Ang2 und TGF-α. Diesbezüglich wird eine signifikante Erhöhung der Kapillaranzahl festgestellt. Vier 
Wochen nach der letzten Durateston®-Applikation, noch immer unter dem Einfluss von Testosteron, 
liegt vermutlich eine frühe Phase der Angiogenese vor. Diese Effekte scheinen aufgrund der Abnahme 
der kapillären Dichte sowie der Expression von Ang2 und TGF-α und überwiegend auch von VEGF-R2 
nach Beendigung des Einflusses von exogenem Testosteron reversibel zu sein.  
Im Hinblick auf praxisrelevante Untersuchungen könnte der Einfluss des Testosterons auf den 
testikulären Blutfluss (z.B. mittels Doppler-Sonografie) überprüft werden. Man könnte annehmen, dass 
die erhöhte Angiogenese unter Einfluss von exogen zugeführtem Testosteron auch den Blutfluss im 
Hoden der Hengste verändert. Bei Füchsen konnte bereits eine Korrelation der Plasma-Testosteronwerte 
mit dem kapillären Blutfluss im Hoden festgestellt werden (JOFFRE 1977). Allerdings wird die 
testikuläre Vasomotion auch von anderen Einflussfaktoren, wie dem Alter und der Saison, beeinflusst 
(JOFFRE 1977, SCHEIBENZUBER 2005) 
Abschließend kann mittels der durchgeführten Untersuchungen nicht geklärt werden, zu welchem Zeit-
punkt der exakte Beginn der Angiogenese bzw. ihr Maximum stattfindet und wie viel Zeit nach Beendi-
gung der exogenen Zufuhr vergeht, bis die Angiogeneseaktivität nachlässt. Dazu sind weitere Untersu-
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Das Ziel dieser Studie war es, zu ermitteln, ob und in welchem Ausmaß das anabol-androgene Steroid 
Testosteron einen Einfluss auf die Anzahl der Blutgefäße und auf die Angiogenese im Pferdehoden 
besitzt und ob es die Expression von angiogenen Faktoren und deren Rezeptoren verändert.  
 
Zum Untersuchungsgut gehören 14 Junghengste. Sieben Hengste dienten als Kontrollgruppe (KG). Die 
verbliebenen sieben Versuchstiere wurden in Abhängigkeit vom Zeitpunkt der Kastration in zwei 
Gruppen (VG1/VG2) unterteilt. Die sieben Tiere der gesamten Versuchsgruppe wurden je viermal im 
Abstand von 21 Tagen intramuskulär mit Durateston® behandelt und vier (VG1; n=3) beziehungsweise 
zwölf (VG2; n=4) Wochen nach der letzten Applikation kastriert. Die Kastration der unbehandelten 
Kontrolltiere erfolgte zwischen der 10. und 21. Woche nach Versuchsbeginn. 
Die Hoden wurden in 4 %iger Formalinlösung fixiert. Aus jedem Hoden wurden drei Proben 
entnommen (kranial, Mitte, kaudal) und routinemäßig für die Histologie aufgearbeitet. Mittels 
konventioneller Lichtmikroskopie (Hämalaun–Eosin–Färbung) wurde die histopathologische 
Untersuchung vorgenommen. 
Zur morphometrischen Erfassung der Blutgefäße erfolgte eine immunhistologische Darstellung der 
Tunica interna und der Media aller Blutgefäße mittels des transforming growth factor α (TGF-α). Es 
wurden die Volumendichte (Wahrscheinlichkeit für das Auftreten von Blutgefäßen), die numerische 
Dichte (Anzahl der Blutgefäßanschnitte pro mm² Hoden) und die Fläche der Blutgefäße mit Hilfe der 
digitalen Bildanalyse ermittelt. Die statistische Auswertung erfolgte mit der Software SPSS.  
Um eine mögliche Einflussnahme des Testosterons auf die Expression diverser angiogener Faktoren und 
deren Rezeptoren zu eruieren und damit einen möglichen Zusammenhang zu den morphometrischen 
Befunden zu erklären, wurde an der kaudalen Lokalisation jeden Hodens die Expression der angiogenen 
Faktoren vascular endothelial growth factor A (VEGF A), Angiopoietin2 (Ang2), TGF-α sowie den 
Rezeptoren vascular endothelial growth factor-receptor 2 (VEGF-R2) und Tie2 in den Zellen der 
testikulären Blutgefäße sowie des Hodenparenchyms untersucht und mittels eines Immunreaktiven 
Scores (IRS) quantifiziert.  
 
In der H.-E.-Färbung zeigen die Kontrollen eine dem Alter entsprechende Spermatogenese. Die 
Versuchsgruppen fallen durch eine Reduktion der Spermatogeneseaktivität, eine Atrophie der Tubuli 
seminiferi sowie durch breitere Interstitien mit scheinbar vermehrt auftretenden Blutgefäßen auf.  
In den Versuchsgruppen ist die Volumendichte der Gefäße (Arterien/Venen, Arteriolen/Venolen und 




signifikant höhere Wahrscheinlichkeit für das Antreffen von Blutgefäßen besteht als bei Tieren der 
VG2. 
Darüber hinaus zeigen diese Tiere der Versuchsgruppen eine signifikant höhere Numerische Dichte der 
Blutgefäße im Vergleich zu der KG, in der VG2 lediglich bei Kapillaren, Arteriolen und Venolen. Die 
Hoden der VG1 sind durch signifikant mehr Gefäßanschnitte als die der VG2 gekennzeichnet.  
Die Kapillarflächen der Hoden der behandelten Tiere weisen signifikant geringere Inhalte auf als die der 
KG, wobei die Flächen der Kapillaren der VG1 signifikant kleiner sind als die der VG2. 
Die Morphometrie zeigt somit, dass die früher kastrierten Tiere der VG1 die meisten Gefäße und die 
kleinsten Kapillaren aufweisen. 
Hinsichtlich der Expression angiogener Faktoren/Rezeptoren kann festgestellt werden, dass in den 
testikulären Blutgefäßen der VG1 der höchste VEGF-R2-IRS in den Myozyten der Arteriolen/Venolen 
und der Arterien/Venen nachweisbar ist. In den Endothelzellen der Arterien/Venen ist der VEGF-R2-
IRS höher im Vergleich zu der KG. Ebenso wird für die Ang2- und TGF-α-Expression in den Myozyten 
der Arteriolen/Venolen und Arterien/Venen wie auch in den Endothelien von Kapillaren und 
Arteriolen/Venolen (Ang2) bzw. in den Endothelzellen aller Blutgefäße im Falle des TGF-α der höchste 
IRS in der VG1 beobachtet. Dagegen können in den Endothelzellen und Myozyten aller Blutgefäße in 
der VG1 verminderte IRS-Werte von VEGF A und Tie2 im Vergleich zu der KG nachgewiesen werden 
(mit Ausnahme des geringfügig höheren Tie2-IRS-Wertes in den Myozyten der Arteriolen/Venolen der 
VG1). 
 
Zusammenfassend kann festgestellt werden, dass die behandelten, nach vier Wochen kastrierten Tiere 
(VG1), die größte Volumendichte und numerische Dichte der Gefäße zeigen, wobei sie die kleinsten 
Kapillaranschnitte aufweisen. Die erhöhte Ang2- und TGF-α-Expression in der VG1 könnte 
möglicherweise für diese morphometrischen Befunde verantwortlich sein. Insgesamt sprechen diese 
Befunde für eine aktive Angiogenese mit Bildung neuer Kapillaren und somit für einen pro-angiogenen 
Effekt von Testosteron. 
Die Blutgefäße der Versuchsgruppen zeigen, möglicherweise stimuliert durch Testosteron, eine höhere 
VEGF-R2-Expression als die der Kontrollgruppe. Da somit für den pro-angiogenen Faktor VEGF A 
mehr Rezeptoren zur Verfügung stehen, wirkt Testosteron vermutlich indirekt pro-angiogen. Entgegen 
den Ergebnissen bisheriger Studien, insbesondere an Labornagern, scheint Testosteron beim Pferd keine 
Stimulation der VEGF A- und Tie2-Expression zu bewirken. In den Blutgefäßen der behandelten 
Hengste kann dagegen sogar eine Abnahme dieser Faktoren beobachtet werden.  
Aufgrund der signifikanten Abnahme der morphometrischen Parameter von der VG1 zu der VG2 
handelt es sich vermutlich um einen temporären Effekt. Diese Annahme wird durch die abnehmende 
Expression von Ang2, Tie2 und TGF-α sowie teils auch des VEGF-R2 in den testikulären Gefäßen der 
VG2 im Vergleich zu der VG1 gestärkt.  
Abschließend kann somit festgestellt werden, dass Testosteron im Pferdehoden einen pro-angiogenen 
Effekt besitzt, welcher reversibel und möglicherweise auf eine Stimulation der VEGF-Rezeptor-, Ang2- 
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The aim of the study was to determine the effect of the anabolic steroid testosterone on the testicular 
vascularisation, angiogenesis and the expression of angiogenic factors and their receptors in testicles of 
peripubertal stallions.  
For this purpose 14 peripubertal stallions were selected. Seven animals served as control group (CG) 
without any treatment. Depending on the time of orchiectomy the other seven stallions (treatment group, 
TG) were subdivided into TG 1 and TG 2. Both treatment groups received four injections of 10 ml 
Durateston®, each given intramuscularly, 3 weeks apart. Stallions of TG 1 (n=3) were castrated four 
weeks following the last injection of Durateston® while stallions of TG 2 (n=4) were castrated 12 weeks 
following the last injection. Control stallions were castrated within the same time. 
Three localisations of each testicle (cranial, central, caudal) were fixed in formalin (4%), embedded in 
paraplast, sectioned and stained with haemalaun-eosin. A histomorphological examination was 
performed by conventional light microscopy. 
For morphometrical examination the tunica intima and tunica media of testicular vessels were 
immunohistochemically demonstrated by transforming growth factor α (TGF-α). Following, volume 
density (probability of the occurrence of vessels within the testes), numerical density (number of vessel 
cross sections per mm² testicle) and area of each vessel were measured by using the software AnalySIS. 
For statistical analysis the software SPSS was used. 
To investigate the influence of testosterone on angiogenesis and on morphometric findings the caudal 
localisation of each testis was immunohistochemically examinated for the expression of the angiogenic 
factors vascular endotholial growth factor (VEGF A), angiopoietin2 (Ang2) and TGF-α and the 
receptors vascular endothelial growth factor receptor 2 (VEGF-R2) and angiopoietin receptor (Tie2). 
The immunohistochemical results were quantified by using an immunoreactive score (IRS). 
 
By conventional light microscopy the stallions of the control group are characterised by a physiological 
spermatogenesis corresponding to their age. In contrast, stallions of the treatment groups show a 
reduction in spermatogenesis and an atrophy of tubuli seminiferi and germ cells. Moreover, a testicular 
fibrosis and apparently more interstitial vessels can be detected in TG-animals. 
Stallions of TG 1 show a significantly higher volume density of arteries/veins and arterioles/venules 
than animals of the CG and of the TG 2. Animals of both treatment groups are characterised by a 
significantly higher numerical density of all vessels (TG1) respectively of capillaries, arterioles/venules 
(TG 2) than animals of the control group. It is even significantly higher in stallions of TG 1 than in 
stallions of TG 2. Moreover, TG 1-animals show a significantly higher numerical density of vascular 




summary morphometrical investigation reveals the most vessel cross sections and the smallest areas of 
capillaries in TG 1.  
By immunohistochemical investigation the myocytes of arterioles/venules and arteries/veins as well as 
the endothelial cells of arteries/veins of TG 1 are characterised by a higher IRS of VEGF-R2 compared 
to CG. Myocytes of vessels in TG 2 show less IRS of VEGF-R2 than vessels of TG 1. Comparable 
results with the highest IRS in TG1 can be found for the expression of Ang2 and TGF-α in all myocytes 
and endothelial cells (except Ang2-expression in endothelial cells of arteries/veins). In endothelial cells 
and myocytes of all vessels in TG 1 a decrease of IRS of VEGF A- and Tie2 compared to CG is 
detectable (except a higher IRS of Tie2 in myocytes of arterioles/venules in TG 1). 
In this study, Durateston®-treated stallions which were castrated four weeks following the last injection 
(TG 1) show the highest volume density as well as the highest numerical density while the area of 
capillaries is the smallest compared to the other groups. These findings possibly can be explained by the 
higher Ang2- and TGF-α-expression in TG 1 and are probably indicative for a pro-angiogenic effect of 
testosterone with active angiogenesis and development of new capillaries. Maybe influenced by 
testosterone, vessels of the treatment groups show a higher expression of VEGF-R2 than CG-vessels. 
More VEGF-R2 is available for VEGF A. This could be consistent with an indirect pro-angiogenic 
effect of testosterone. Contrary to findings especially in rodents, no stimulatory effect of testosterone on 
VEGF A- and Tie2-expression can be detected in equine testes. Instead a decrease of these angiogenic 
factors in vessels of the testosterone-treated stallions is noticeable. Due to the reduction of 
morphometric parameters in TG 2 compared to TG 1 a temporary effect of testosterone is approvable. 
This is supported by the decreasing IRS of VEGF-R2 (particularly), Ang2, Tie2 and TGF-α in TG 2 in 
comparison to TG 1. 
In summary, testosterone seems to have a reversible pro-angiogenic effect in equine testes which is most 
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9.1 Angiogene Faktoren im Überblick 
Tab. 9.1: Überblick über die pro-angiogenen Faktoren und deren Einfluss auf einzelne Angiogenesephasen [nach KLAGSBRUN u. D’AMORE (1991), 
SCHOTT u. MORROW (1993), LECOUTER u. FERRARA (2002), DISTLER (2003), CARMELIET u. JAIN (2011)] 




























Angiogenin 0 0/-  +       
Angiotropin + 0 + +      + 
Colony Stimulating Factors (CSF) + +         
Epidermal Growth Factor/Trans-
forming Growth Factor α 
+ + 0 +       
Fibroblast Growth Factor (FGF) + + 0/- 0/+   +    
Platelet Derived Growth Factor 
(PDGF) + + - +    +   
Platelet-Derived Endothelial Cell 
Growth Factor (PL-ECGF) + + + 0       
Transforming Growth Factor β 
(TGF-β) bei geringer Konzentration 
(<0,5ng/ml) 
- - 0 +    +   
















Tab. 9.1: Fortsetzung 
  




























Vascular Endothelial Growth Factor 
(VEGF)  + + + + + - +    
Endocrine gland-derived VEGF + + +     +   
Angiopoietin 1 
  -/+ +  -  + +  
Angiopoietin 2 + + + +    





Insulin-like Growth Factor 1 (IGF-
1) 
 +    - +    
Platelet endothelial cell adhesion 
molecule 1 (PECAM-1) +       
+  + 
Integrine +     -     
VE-Cadherin  
    -  +   
Matrixmetalloproteinasen  
      
 
  
Erythropoietin  +         
Stickstoffmonoxid (NO)  +   +      














Legende zu Tab. 9.2: EZ=Endothelzelle; TIMP=tissue inhibitors of metalloproteinases; MMP=Matrixmetalloproteinasen;  
„+“=positive Wirkung; „-“=negative Wirkung; „0“=keine Wirkung 
 
 
Tab. 9.2: Überblick über die anti-angiogenetischen Faktoren und deren Einfluss auf einzelne Angiogenesephasen [nach KLAGSBRUN u. D’AMORE 
(1991), DISTLER (2003)] 










Angiostatic steroids -       
Plasminogen Activator Inhibitor 1 
(PAI-1) in hohen Konz. -  0     
Platelet Factor IV -  -     
Protamine -  -     
Tumor Necrosis Factor α (TNFα) + + -   +  
Thrombospondin - -      
Transforming Growth Factor β 
(TGF-β) bei hoher Konzentration - - - + + (TIMP) + - 
γ−Interferon - - -     
Angiostatin -  - -   +  
Endostatin - - -  - (MMP) +  
Angiopoietin 2   
   +  
Thrombospondin 1 und 2 - -    +  
Pigment Epithelium Derived Factor 




8.1 Charakterisierung des Tierguts 
Tab. 8.1: Daten zu den Hengsten (ZINGREBE 2010) 
 Hengstnummer Alter in Monaten Gewicht in kg 
1 24 379 
2 -* -* 
3 25 425 
4 -* -* 
5 -* -* 
6 -* -* 
Kontrollgruppe 
7 25 445 
8 24 475 
9 25 435 Versuchsgruppe 1 
10 26 460 
11 26 485 
12 24 445 
13 24 470 
Versuchsgruppe 2 
14 26 480 
 Legende zu Tab. 9.3: *: Es liegen keine Daten vor. 
 
8.2 Makroskopische Befunde der Hengsthoden 
Tab. 8.2: Manuell ermittelte Hodendimensionen (ZINGREBE 2010) 













1 4,50 4,00 7,25 5,00 4,00 8,25 
2 4,201 5,001 6,501 4,281 5,041 7,311 
3 5,25 4,75 8,50 4,50 4,75 8,25 
4 -* -* -* -* -* -* 
5 -* -* -* -* -* -* 
6 2,50 2,00 4,50 5,50 4,50 7,50 
Kontroll-
gruppe 
7 4,00 4,50 8,25 4,00 4,00 7,50 
8 3,10 2,60 5,20 2,90 2,10 5,30 
9 1,60 2,40 4,40 4,80 3,30 6,20 
Versuchs-
gruppe 1 
10 3,70 3,90 7,20 3,50 3,90 7,40 
11 5,00 4,10 6,00 5,00 4,60 8,50 
12 3,10 3,20 6,40 4,10 3,70 7,80 
13 3,10 4,20 6,10 2,40 3,90 6,90 
Versuchs-
gruppe 2 
14 6,10 5,20 9,10 5,10 4,90 8,20 




Tab. 8.3: Hodengewicht (in g) mit und ohne Nebenhoden (NH) der Hengste  
rechter Hoden linker Hoden 
Hengst 
mit NH ohne NH mit NH ohne NH 
1 159,6 102,2 223,8 151,3 
2 191,3 152,6 205,4 158,1 
3 239,9 177,9 238,3 183,6 
4 -* -* -* -* 
5 -* -* -* -* 
6 58,3 22,1 224,5 157,2 
Kontroll- 
gruppe 
7 205,7 141,9 184,1 126,5 
8 33,6 13,9 30,7 11,8 
9 24,1 8,4 57,0 29,1 
Versuchs-
gruppe 1 
10 89,8 48,4 87,3 49,7 
11 129,2 87,6 151,4 99,8 
12 50,7 26,6 59,8 35,4 
13 102,2 84,1 51,6 36,3 
Versuchs-
gruppe 2 
14 197,5 155,4 195,6 145,2 
 Legende zu Tab. 9.5: *: Es liegen keine Daten vor. 
 
8.3 Ergebnisse der morphometrischen Untersuchungen 
8.3.1 Kontrollhengste 
Tab. 8.4: Darstellung der Ergebnisse der Volumendichte aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rech-
ter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (1-7) der Kontrollgruppe  















1 2,100 % 3,067 % 3,400 % 3,900 % 1,433 % 3,700 % 
2,933 % 
(s=0,97 %) 
2 2,200 % 1,267 % 2,167 % 2,067 % 3,800 % 2,033 % 
2,256 % 
(s=0,83 %) 
3 3,100 % 3,767 % 2,000 % 2,267 % 2,933 % 2,500 % 
2,761 % 
(s=0,64 %) 
4 2,500 % 2,667 % 1,733 % 3,567 % 4,333 % 1,200 % 
2,667 % 
(s=1,15 %) 
5 2,767 % 2,233 % 7,367 % 1,967 % 2,367 % 3,367 % 
3,344 % 
(s=2,03 %) 
6 4,067 % 1,600 % 2,233 % 6,833 % 7,233 % 5,467 % 
4,572 % 
(s=2,35 %) 







Tab. 8.5: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arterien/Venen (Anzahl/mm² Ho-
den) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kau-

















































Tab. 8.6: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arteriolen/Venolen (Anzahl/mm² 
Hoden) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder 

















































Tab. 8.7: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Kapillaren (Anzahl/mm² Hoden) 
aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) 


















































Tab. 8.8: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arterien/Venen (in µm²) aufgeteilt nach 
der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes 
























































































Tab. 8.9: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arteriolen/Venolen (in µm²) aufgeteilt 
nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes 












































































































































































Tab. 8.10: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Kapillaren (in µm²) aufgeteilt nach der 
Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (1-













































































































































































Tab. 9.13: Darstellung der Ergebnisse der Volumendichte aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rech-
ter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (8-10) der Versuchsgruppe 















8 6,967 % 10,533 % 7,800 % 12,067 % 11,900 % 13,167 % 
10,406 % 
(s=2,50 %) 
9 13,367 % 9,833 % 8,400 % 16,167 % 20,767 % 16,733 % 
14,211 % 
(s=4,62 %) 




Tab. 9.14: Darstellung der Ergebnisse der Volumendichte aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rech-
ter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (11-14) der Versuchsgruppe 















11 5,367 % 3,067 % 8,933 % 2,700 % 3,100 % 6,600 % 
4,961 % 
(s=2,48 %) 
12 8,433 % 5,933 % 4,667 % 4,833 % 9,467 % 5,733 % 
6,511 % 
(s=1,98 %) 
13 11,167 % 7,400 % 4,367 % 5,600 % 5,467 % 3,933 % 
6,322 % 
(s=2,66 %) 




Tab. 9.15: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arterien/Venen (Anzahl/mm² 
Hoden) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder 
































Tab. 9.16: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arteriolen/Venolen (Anzahl/mm² 
Hoden) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder 






























Tab. 9.17: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Kapillaren (Anzahl/mm² Hoden) 
aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) 

































Tab. 9.18: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arterien/Venen (Anzahl/mm² 
Hoden) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder 


































Tab. 9.19: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Arteriolen/Venolen (Anzahl/mm² 
Hoden) aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder 





































Tab. 9.20: Darstellung der Ergebnisse der Numerischen Dichte von Kapillaren (Anzahl/mm² Hoden) 
aufgeteilt nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) 


































Tab. 9.21: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arterien/Venen (in µm²) aufgeteilt nach 
der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes 












































































Tab. 9.22: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arteriolen/Venolen (in µm²) aufgeteilt 
nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes 


















































































Tab. 9.23: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Kapillaren (in µm²) aufgeteilt nach der 
Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (8-





















































































Tab. 9.24: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arterien/Venen (in µm²) aufgeteilt nach 
der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes 









































































Legende zu Tab. 9.24: -- keine Arterien-/Venenanschnitte zur Messung verfügbar 
 
Tab. 9.25: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Arteriolen/Venolen (in µm²) aufgeteilt 
nach der Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes 











































































































Tab. 9.26: Darstellung der Ergebnisse des Flächeninhalts von Kapillaren (in µm²) aufgeteilt nach der 
Hodenlokalisation (rechter/linker Hoden - je kranial, Mitte oder kaudal) jedes Hengstes (11-











































































































8.4 Für die Immunhistologie verwendete Primärantikörper 
Tab. 8.27: Verwendete Primärantikörper unter Einbeziehung ihres Reaktionsmusters, ihrer Ver-











Dianova GmbH Hamburg mono-





Santa Cruz Biotechnology, 






Santa Cruz Biotechnology, 






Santa Cruz Biotechnology, 








Santa Cruz Biotechnology, 
Inc., Heidelberg, sc-324 
 
8.5 Verfahrensschritte der immunhistologischen Untersuchungen 
8.5.1 Vorbehandlung an Paraffin-eingebetteten Gewebeschnitten 
1. Aufziehen von 3-4 µm dicken Schnitten auf SuperFrost® Plus Objektträger (041300, Fa. 
 Menzel-Gläser, Braunschweig) 
2. 30 min Trocknen bei Raumtemperatur vor einem Ventilator, anschließende Lagerung über 
Nacht im Wärmeschrank bei 37°C 
3. Entparaffinierung und Rehydrierung 
 10 min Xylol 
 3 min Xylol 
 2 x je 3 min Isopropanol 
 3 min 96 % Alkohol 
4. Inaktivierung der endogenen Peroxidase 
30 min in Methanol mit frisch zugesetztem 0,5 % H2O2 bei Raumtemperatur (Perhydrol 30 % 
H2O2 p.a., 107210, Merck, Darmstadt) 
5. Waschen in TBS 
 
8.5.2 Besondere Verfahren 
Vor dem Aufbringen der Objektträger auf die Coverplates® wurde zunächst zum Nachweis der Faktoren 
TGF-α, VEGF A, Flk-1, Ang2 und Tie2 eine Zitrat-Behandlung durchgeführt.  
Zitrat-Behandlung (pH 6) 
1. 10 mM Zitratpuffer pH 6,0 auf 96°C vorwärmen 
2. 30 min Inkubation der Schnitte in Zitratpuffer bei 96°C 
3. 30 min Abkühlen bei Zimmertemperatur 




8.5.3 Antigennachweis mittels monoklonaler AK nach der Peroxidase anti-Peroxidase-  
(PAP)-Methode 
1. Wechseln der Schnitte aus der Küvette in Coverplates® (721100013, Life Science Int. GmbH, 
Frankfurt/Main) 
2. Einbringen von je 100 µl des in 1 % BSA (Bovines Serumalbumin, 3895, Boehringer, Mann-
heim) in TBS verdünnten Primärantikörpers bzw. des Kontrollserums in die Coverplates® 
3. Inkubation über Nacht bei 4°C 
4. Spülen durch Einbringen von 2 ml TBS je Coverplate® 
5. 30 min Inkubation bei Raumtemperatur mit 100 µl Ratte anti-Maus IgG (1:100 in 1 % BSA) 
(Bovines Serum Albumin, 3895, Boehringer, Mannheim) in TBS je Coverplate® 
6. Spülen durch Einbringen von 2 ml TBS je Coverplate® 
7. 30 min Inkubation bei Raumtemperatur mit 100 µl Maus-PAP (1:500 in 1 % BSA in TBS) je 
Coverplate® 
8. Spülen durch Einbringen von je 2 ml TBS je Coverplate® 
Weiter mit Abschnitt 9.3.5 
 
8.5.4 Antigennachweis mittels polyklonaler AK nach der Peroxidase anti-Peroxidase- 
(PAP)-Methode 
1. Wechseln der Schnitte aus der Küvette in Coverplates® (721100013, Life Science Int. GmbH, 
Frankfurt/Main) 
2. Blocken der unspezifischen Bindungen mit 1:2 Schweineserum in TBS 10 min bei Raumtempe-
ratur 
3. Einbringen von je 100 µl des in 20 % Schweineserum in TBS verdünnten Primärantikörpers in 
die Coverplates® 
4. Inkubation über Nacht bei 4°C 
5. Spülen durch Einbringen von 2 ml TBS je Coverplate® 
6. Einbringen von je 100 µl Schwein anti-Kaninchen IgG 1:100 in 20 % Schweineserum in TBS je 
Coverplate® 
7. 30 min Inkubation bei Raumtemperatur 
8. Spülen durch Einbringen von 2 ml TBS je Coverplate® 
9. Einbringen von je 100 µl Kaninchen-PAP 1:100 in 20 % Schweineserum in TBS je Coverplate® 
10. 30 min Inkubation bei Raumtemperatur 
11. Spülen durch Einbringen von je 2 ml TBS je Coverplate® 
Weiter mit Abschnitt 9.3.5 
 
8.5.5 Standard zur Nachbehandlung 
• Wechseln der Schnitte aus den Coverplates® in eine Küvette 
• 10 min Inkubation der Schnitte unter ständigem Rühren (Magnetrührer) in 3,3`- 
Diaminobenzidintetrahydrochlorid (DAB, Fluka Feinchemikalien GmbH, Neu Ulm) mit 0,01 % 
H2O2 (30 %) 0,1 M Imidazolpuffer (pH 7,1) bei Raumtemperatur 
• 3 x 5 min Waschen in TBS bei Raumtemperatur 




• 10 sek. Gegenfärbung mit PAPANICOLAOUs Lösung und 10 min Bläuen in Leitungswasser 
• Je 3 min. Entwässern in der aufsteigenden Alkoholreihe 
5 min Xylol 
5 min Xylol 
10 min Xylol 
• Eindecken der Objektträger mittels Eindeckautomat Tissue Tek (Vogel GmbH & Co KG, 
Gießen) 
 
8.5.6 Verwendete Seren und sekundäre Antikörper 
Die in der Studie verwendeten Primärantikörper, ihre Bezugsquellen sowie die verwendeten 
Verdünnungen sind in Tab. 9.27, S. 135 zu entnehmen.  
Schweineserum 
Das von Schlachtschweinen stammende Serum wurde sterilfiltriert, zur Konservierung mit 0,05 % 
Merthiolat versetzt und bis zur Verwendung bei -20°C gelagert. 
Sekundäre Antikörper 
Als Sekundärantikörper für monoklonale Primärantikörper nach der PAP-Methode wurde 1:100 in 1 % 
BSA in TBS verdünntes Ratte anti-Maus IgG (415005100, Dianova Diagnostika GmbH, Hamburg) ein-
gesetzt. 
Als Sekundärantikörper für polyklonale Primärantikörper nach der PAP-Methode wurde 1:100 in 20 % 
Schweineserum in TBS verdünntes Schweine anti-Kaninchen IgG (ZO196, DAKO, Hamburg) verwen-
det. 
 
Peroxidase anti-Peroxidase (PAP)-Komplex 
Als PAP-Komplex für die monoklonalen Primärantikörper diente eine 1:500 in 1 % BSA in TBS ver-
dünnte Maus-PAP (223005025, Dianova Diagnostika GmbH, Hamburg), für die polyklonalen Primä-
rantikörper eine 1:100 in 20 % Schweineserum in TBS Kaninchen-PAP (ZO113, DAKO, Hamburg). 
Kontrollseren 
Als Kontrollserum (Negativkontrolle) für den monoklonalen Antikörper wurde ein monoklonaler Anti-
körper gegen das Oberflächenantigen von Hühner-Bursa-Lymphozyten [T1 (HIRSCHBERGER 1995)] 
verwendet. 
Als Negativkontrolle für die polyklonalen Antikörper wurden die Schnitte jeweils parallel mit normalem 
Kaninchenserum (X0902, DAKO, Hamburg) inkubiert. 
 
8.5.7 Lösungen und Puffer 
Tris-buffered saline (TBS, pH 7,6) 
Stammlösung 
60,57 g  Tris (hydroxymethyl)-aminomethan (48552, Carl Roth GmbH und Co.KG, Karlsruhe) 
610 ml  Aqua dest. 
390 ml  HCl 1 N (109057, Merck, Darmstadt) 
Gebrauchslösung 
100 ml  Stammlösung 





Zitratpuffer (10 mM, pH 6,0) 
Stammlösung A (0,1 M Zitronensäure) 
21,01 g  Zitronensäure (C6H8O7 x H2O) (100247, Merck, Darmstadt) 
1000 ml  Aqua dest. 
Stammlösung B (0,1 M Natriumzitrat) 
29,41 g  Natriumzitrat (C6H5O7Na3 x H2O) (71406, Fluka Feinchemikalien, Neu Ulm) 
1000 ml  Aqua dest. 
Gebrauchslösung 
9 ml  Stammlösung A 
41 ml  Stammlösung B 
450 ml  Aqua dest. 
Mischen auf Magnetrührer 
 
Imidazol/HCl-Puffer 0,1 M (pH 7,1) 
6,81 g  Imidazol (104716, Merck, Darmstadt) 
ad 1000 ml Aqua dest. 
500 ml  0,1 M HCl (109057, Merck, Darmstadt) 
 
Diaminobenzidintetrahydrochlorid-Lösung (DAB) 
100 g  DAB purum p.a. (32750, Fluka Feinchemikalien, Neu Ulm) 
200 ml  0,1 M Imidazol/HCl-Puffer (pH 7,1) 








10 g   Mercury-[(-O-carboxyphenyl)thio]-ethyl Na Salz approx. 98 % (T-5125, Sigma 
Chemical Co., Taufkirchen) 
100 ml  0,8 % NaCl (106400, Merck, Darmstadt) 







8.6.1 Befunde der Hoden der Kontrollhengste 
8.6.1.1 Histologische Befunde der Hoden der Kontrollhengste 
 
Abb. 8.1:  
Tubuli seminiferi (Ts) mit aktiver Sper-





Abb. 8.2:  
rechter Hoden des Hengstes 1 (vorbericht-
lich mit Hodentorsion) mit aktiver Sper-
matogenese in den Tubuli seminiferi (Ts); 





Abb. 8.3:  
Nachweis einer fokalen intertubulären 
mittelgradigen lymphoplasmazellulären 
Infiltration (LI); Leydig-Zellen (Lz); Tu-



















Abb. 8.4:  
Tubuli seminiferi (Ts) mit intertubulär 






Abb. 8.5:  
Tubuli seminiferi (Ts), teils mit Sertoli-
cell-only-Morphologie (Sterne), teils mit 





Abb. 8.6:  
Tubuli seminiferi (Ts) im rechten Hoden 


























Linker Hoden des Hengstes 6 mit Atro-
phie des Keimepithels in den Tubuli se-
miniferi (Ts) und Sertoli-cell-only-Mor-
phologie mit überwiegend Sertoli-Zellen 
(Pfeilspitze); mittelgradige aktive Fibrose 





Abb. 8.8:  
Arteriolen/Venolen (Pfeile); mittelgradige 





8.6.1.2 Immunhistologische Befunde der Hoden der Kontrollhengste 
 
Abb. 8.9: VEGF A 
Die Sertoli-Zellen (Pfeilspitze) und das 
Keimepithel (Kz) sind durch eine gering- 
bis mittelgradige und die Leydig-Zellen 
(Lz) durch eine mittel- bis hochgradige 
VEGF A-Expression gekennzeichnet. Die 
Endothelzellen (Pfeil) sowie die Myozyten 
(M) der Arteriolen/Venolen zeigen eine 
gering- bis mittelgradige VEGF A-Ex-


















Abb. 8.10: VEGF A 
Die Endothelzellen der Kapillaren (Pfeil-
spitzen) und Arteriolen/Venolen (Pfeile) 
sowie die Myozyten (M) der Arterio-
len/Venolen sind durch eine gering- bis 
mittelgradige VEGF A-Expression gekenn-






Abb. 8.11: VEGF-Rezeptor2 
Die Endothelzellen (Pfeile) und die Myozy-
ten (M) der Arteriolen/Venolen sind durch 
eine geringgradige VEGF-R2-Expression 
gekennzeichnet. Die Keimzellen (Kz), ins-
besondere die Spermien (Sp), zeigen eine 
gering- bis mittelgradige VEGF-R2-






Abb. 8.12: Ang2 
Die Endothelzellen (Pfeile) und die Myozy-
ten (M) der Arteriolen/Venolen sowie die 
kapillären Endothelzellen (Pfeilspitze) wei-
sen eine gering- bis mittelgradige Ang2-




























Abb. 8.13: Ang2 
Die Sertoli- (Pfeile) und Leydig-Zellen (Lz) 
sind durch eine gering- bis mittelgradige 
Expression von Ang2 gekennzeichnet. We-
nige Zellen des Keimepithels (Kz) expri-





Abb. 8.14: Tie2 
Zahlreiche Sertoli-Zellen (Pfeilspitze) und 
die Keimzellen (Kz) sind durch eine gering- 
bis mittelgradige Expression von Tie2 ge-
kennzeichnet. Die Leydig-Zellen (Lz) zei-
gen eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression. Die Endothelzellen (Pfeil) und 
die Myozyten (M) der Arteriolen/Venolen 
weisen eine gering- bis mittelgradige Tie2-





Abb. 8.15: Tie2 
Die kapillären Endothelzellen (Pfeile) sind 
durch eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression gekennzeichnet. Die Endothel-
zellen der Arterien/Venen (Pfeilspitze) zei-
gen eine geringgradige und die Myozyten 
(M) eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression. Einzelne Stromazellen (S) zei-
gen eine geringgradige Tie2-Expression; 



















Abb. 8.16: TGF-α 
Die kapillären Endothelzellen (Pfeile) und 
die Myozyten (Pfeilspitze) der Arterio-
len/Venolen sind durch eine mittelgradige 
Expression von TGF-α gekennzeichnet; 





Abb. 8.17: TGF-α 
Die Endothelzellen (Pfeile) und Myozyten 
(M) der Arteriolen/Venolen weisen eine 
gering- bis mittelgradige TGF-α-Expression 






8.6.2 Befunde der Hoden der Versuchshengste 
8.6.2.1 Histologische Befunde der Hoden der Versuchsgruppe 1 
 
Abb. 8.18:  
Tubuli seminiferi (Ts) mit einem im Ver-
gleich zu der Kontrollgruppe geringeren 
Durchmesser; mittel- bis hochgradige 
Fibrose (F); mittel- bis hochgradig hyperä-






















Abb. 8.19:  
Tubuli seminiferi (Ts) mit Atrophie des 
Keimepithels und Sertoli-cell-only-Morpho-
logie mit Sertoli-Zellen (Pfeilspitzen); im 
Vergleich zur Kontrollgruppe vermehrt 





Abb. 8.20:  
Nachweis von mittelgradigen intertubulären 
lymphoplasmazellulären Infiltraten (Pfeile); 
mittel- bis hochgradige aktive Fibrose (F); 







mittel- bis hochgradige Dilatation und Hy-

















mittel- bis hochgradige Dilatation und 
Hyperämie in den Kapillaren mit ruhenden 
Endothelzellen (Pfeil) und Endothelzellen in 






zelluläre Infiltration (LI); kleine Arte-
rien/Venen (Sterne); Arteriolen/Venolen 





8.6.2.2 Histologische Befunde der Hoden der Versuchsgruppe 2 
 
Abb. 8.24:  
Im Vergleich zu der Kontrollgruppe sind 
pro Gesichtsfeld mehr Tubuli seminiferi 
(Ts) sichtbar. Intertubulär sind zahlreiche 















Abb. 8.25:  
In den Tubuli seminiferi (Ts) ist eine ge-





Abb. 8.26:  
In den fibrosierten Septen (F) sind mit-
telgradig interstitielle lymphoplasma-
zelluläre Infiltrate (LI) nachweisbar; mit-
telgradig hyperämische Arteriolen/Venolen 





mittelgradig dilatierte und hyperämische 





















mittelgradig dilatierte und hyperämische 
Kapillaren mit Endothelzellen im aktivier-




8.6.2.3 Immunhistologische Befunde der Hoden der Versuchsgruppe 1 
 
Abb. 8.29: VEGF A 
Die Endothelzellen (Pfeile) und die Myozy-
ten (M) der Arteriolen/Venolen sind durch 
eine gering- bis mittelgradige VEGF A-
Expression gekennzeichnet. Einzelne Stro-
mazellen (S) zeigen eine geringgradige und 
mehrere Sertoli-Zellen (Pfeilspitze) eine 
gering- bis mittelgradige VEGF A-







Abb. 8.30: VEGF A 
Die Endothelzellen (Pfeile) und die Myozy-
ten (M) der Arteriolen/Venolen und Arte-
rien/Venen sind durch eine gering- bis mit-
telgradige VEGF A-Expression gekenn-
zeichnet. Die Adventitia (A) weist über-
wiegend keine VEGF A-Expression auf; 























Abb. 8.31: VEGF A 
Die Leydig-Zellen (Lz) und Sertoli-Zellen 
(Pfeile) sind durch eine gering- bis mit-
telgradige VEGF A-Expression gekenn-
zeichnet; Tubuli seminiferi (Ts); Arterio-






Abb. 8.32: VEGF-R2 
Mehrere Endothelzellen (Pfeile) der Arteri-
olen/Venolen sind durch eine geringgradige 
und die Myozyten (M) durch eine gering- 
bis mittelgradige Expression von VEGF-R2 
gekennzeichnet; Adventitia (A); Tubuli 





Abb. 8.33: VEGF-R2 
Mehrere kapilläre Endothelzellen (Pfeile) 
und Sertoli-Zellen (Pfeilspitzen) weisen 
eine geringgradige VEGF-R2-Expression 





















Abb. 8.34: Ang2 
Die Endothelzellen (Pfeile) und Myozyten 
(M) der Arteriolen/Venolen zeigen eine 
gering- bis mittelgradige Ang2-Expression. 
Mehrere Sertoli-Zellen (Sz) exprimieren 
Ang2 mit einer gering- bis mittelgradigen 





Abb. 8.35: Ang2 
Die kapillären Endothelzellen (Pfeile) sind 
durch eine überwiegend gering- bis mit-
telgradige Expression von Ang2 gekenn-
zeichnet. Vereinzelte Leydig-Zellen (Pfeil-
spitzen) zeigen eine gering- bis mittelgradi-
ge Ang2-Expression; Tubuli seminiferi 





Abb. 8.36: Tie2 
Die Endothelzellen (Pfeil) und Myozyten 
(M) der Arterien/Venen sind durch eine 
mittelgradige Tie2-Expression gekenn-
zeichnet. Die kapillären Endothelzellen 
(Pfeilspitzen) weisen eine mittel- bis hoch-
gradige Tie2-Expression auf; Adventitia 




















Abb. 8.37: Tie2 
Die Endothelzellen der Arteriolen/Venolen 
(Pfeile) sowie die kapillären Endothelzellen 
(Pfeilspitze) exprimieren Tie2 mittel- bis 
hochgradig, die Myozyten (M) gering- bis 
mittelgradig. Vereinzelte Leydig-Zellen 
(Lz) zeigen eine mittelgradig und die Serto-
li-Zellen (offener Pfeil) eine gering- bis 
mittelgradige Tie2-Expression. In den 
Stromazellen (S) wird Tie2 gering- bis 





Abb. 8.38: Tie2 
Die Endothelzellen der Kapillaren (Pfeil-
spitzen) und der Arteriolen/Venolen sind 
durch eine mittel- bis hochgradige Tie2-
Expression gekennzeichnet. Die Myozyten 
der Arteriolen/Venolen zeigen eine mit-
telgradige Expression von Tie2;  Adventitia 







Abb. 8.39: TGF-α 
Die Endothelzellen in Arteriolen/Venolen 
(Pfeile) und Kapillaren (Pfeilspitzen) sowie 
die Myozyten (M) der Arteriolen/Venolen 
sind durch eine mittel- bis hochgradige 
TGF-α-Expression gekennzeichnet. Die 
Tubulusmembran (Stern) weist eine ge-
ringgradige Expression von TGF-α auf; 































8.6.2.4 Immunhistologische Befunde der Hoden der Versuchsgruppe 2 
 
Abb. 8.40: VEGF A 
Die arteriellen/venösen Endothelzellen 
(Pfeil) und Myozyten (M) sind durch eine 
gering- bis mittelgradige Expression von 
VEGF A gekennzeichnet. Das Stroma weist 
teilweise eine geringgradige VEGF A-





Abb. 8.41: VEGF A 
Die Endothelzellen (Pfeile) der Kapillaren 
sind durch eine gering- bis mittelgradige 
VEGF A-Expression gekennzeichnet. Die 
Sertoli-Zellen (Pfeilspitze) und die Keim-
zellen (Kz) weisen ebenfalls eine gering- 
bis mittelgradige VEGF A-Expression auf. 
Die Leydig-Zellen (Lz) exprimieren den 
VEGF A mit einer mittelgradigen Intensi-





Abb. 8.42: VEGF A 
Die Endothelzellen (Pfeil) und Myozyten 
(M) der Arteriolen/Venolen sowie die 
Keimzellen (Kz) und Sertoli-Zellen (Pfeil-
spitzen) exprimieren VEGF A gering- bis 
mittelgradig, die Leydig-Zellen (Lz) hoch-
gradig. Die Stromazellen (S) weisen eine 















Abb. 8.43: VEGF-R2 
Die Arteriolen/Venolen exprimieren in 
wenigen Endothelzellen (Pfeil) und in allen 
Myozyten (M) den VEGF-R2 mit ge-
ringgradiger Intensität. Die Sertoli-Zellen 
(Pfeilspitzen) sind durch eine teils gering- 
bis hochgradige VEGF-R2-Expression 
gekennzeichnet. Wenige Leydig-Zellen 
(Lz) und Keimzellen (Kz) zeigen eine Ex-
pression von VEGF-R2 mit geringgradiger 





Abb. 8.44: VEGF-R2 
Wenige kapilläre Endothelzellen (Pfeile) 
exprimieren den VEGF-R2 mit geringgra-
diger Intensität. Die Sertoli-Zellen (Pfeil-
spitzen) sind gekennzeichnet durch eine 
gering- bis hochgradige VEGF-R2-
Expression. Wenige Keimzellen (Kz) zei-
gen eine Expression von VEGF-R2 gerin-





Abb. 8.45: Ang2 
Die Endothelzellen (Pfeil) in den Arterio-
len/Venolen exprimieren Ang2 mit geringer 
Intensität. Die Myozyten weisen eine ge-
ring- bis mittelgradige Ang2-Expression 
auf. Ein Teil der Sertoli-, Leydig- und 
Keimzellen (Pfeilspitzen/Lz/Kz) exprimiert 
















Abb. 8.46: Tie2 
Die Endothelzellen (Pfeile) und Myozyten 
(M) der Arteriolen/Venolen sowie die ka-
pillären Endothelzellen (Pfeilspitzen) 
exprimieren Ang2 mit mittelgradiger Inten-
sität. Die Adventitia (A) der Arterio-
len/Venolen und vereinzelt auch die Stro-
mazellen (S) zeigen überwiegend eine ge-
ringgradige Reaktion mit dem verwendeten 





Abb. 8.47: Tie2 
Die Endothelzellen der Kapillaren (Pfeile) 
sind durch eine mittelgradige Tie2-
Expression gekennzeichnet. Auch die Ser-
toli-Zellen (Pfeilspitzen) zeigen überwie-
gend eine gering- bis hochgradige Tie2-
Expression mit einer variablen (gering- bis 
mittelgradig) Intensität. Die Keim- und 







Abb. 8.48: TGF-α 
Die Endothelzellen der Kapillaren (Pfeil-
spitzen) und Arteriolen/Venolen (Pfeile) 
sowie die Myozyten (M) der Arterio-
len/Venolen zeigen eine mittelgradige Ex-
pression von TGF-α. Die Tubulusmembran 
(Stern) weist vereinzelt eine geringgradige 
Expression von TGF-α auf Tubuli semini-
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